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°C  Grad Celsius 
µl  Mikroliter 
µM  Mikromolar 
3H-TdR Tritium-markiertes Thymidin 
7-AAD  7-Aminoactinomycin D 
Abb.  Abbildung 
AICD  Activation-induced cell death (Aktivierungs-induzierter Zelltod) 
AIDS  acquired immune deficiency syndrome 
APC  Antigen-präsentierende Zelle 
AWMF  Arbeitsgemeinschaft der Wissenschaftlichen Medizinischen Fachgesellschaften 
BRD  Bundesrepublik Deutschland 
bzw.  beziehungsweise 
CD  Cluster of Differentiation 
CFSE  Carboxyfluorescein-Succinimidyl-Ester 
CMV  Cytomegalievirus 
CO2  Kohlenstoffdioxid 
cpm  counts pro Minute 
d  Tag(e) 
DDR  Deutsche Demokratische Republik 
DNA  deoxyribonucleic acid (Desoxyribonukleinsäure) 
e. V.  eingetragener Verein 
EBNA  Epstein Barr nuclear antigen 
EBV  Epstein-Barr-Virus 
EDTA  Ethylendiamintetraessigsäure 
FACS  fluorescence-activated cell sorting 
FKS  fetales Kälberserum 
FL  Fluoreszenzlicht 
FoxP3  forkhead box protein P3 
FSC  forward scatter (Vorwärtsstreulicht) 
g  Erdbeschleunigung 
GQ  Großquadrat 
h  Stunde(n) 
HHV  humanes Herpesvirus 
IFN  Interferon 
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Ig  Immunglobulin 
IL  Interleukin 
inkl.  inklusive 
IUIS  International Union of Immunological Societies 
kb  Kilobase 
LPS  Lipopolysaccharid 
LTT  Lymphozytentransformationstest 
LW  Leerwert 
Lwk  Leerwert-korrigiert 
MALT  Mucosa Associated Lymphoid Tissue (Mukosa-assoziiertes lymphatisches Gewebe) 
MCD40L MegaCD40-Ligand 
MHC  Major Histocompatibility Complex 
min  Minute(n) 
ml  Milliliter 
mm  Millimeter 
mM  Millimolar 
n. s.  nicht signifikant 
NK-Zelle natürliche Killerzelle 
nm  Nanometer 
NSM2  neutrale Sphingomyelinase 2 
PBMC  peripheral blood mononuclear cell (mononukleäre Zelle des peripheren Blutes) 
PBS  phosphate buffered saline (phosphatgepufferte Salzlösung) 
PC  Positivkontrolle 
Pen/Strep Penicillin/Streptomycin 
PHA  Phytohemagglutinin 
PID  primärer Immundefekt 
PMA  Phorbol-12-Myristat-13-Acetat 
PR  Proliferationsrate 
PS  Polystyrol 
RNA  ribonucleic acid (Ribonukleinsäure) 
RPMI  Roswell Park Memorial Institute 
RT  Raumtemperatur 
SCID  severe combined immunodeficiency syndrom (schwerer kombinierter Immundefekt) 
SI  Stimulationsindex 
SSC  side scatter (Seitwärtsstreulicht) 
STIKO  Ständige Impfkommission 
Th-Zelle T-Helfer-Zelle 
Abkürzungsverzeichnis   8 
 
USA  United States of America (Vereinigte Staaten von Amerika) 
VK  Variationskoeffizient 
VPD  Violet Proliferation Dye 
VZV  Varicella-Zoster-Virus 
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1 Einleitung 
1.1 Das Immunsystem 
Das Immunsystem des Menschen dient der Erhaltung der Gesundheit und der Abwehr von Krankheiten. 
So ist der Mensch permanent einer Vielzahl von Krankheitserregern ausgesetzt. Ob diese Erreger dem 
einzelnen Menschen tatsächlich schaden, hängt zum einen vom Erreger selbst und dessen Eigenschaften 
ab, zum anderen spielt das Immunsystem eine entscheidende Rolle. Einen weiteren großen Stellenwert 
besitzt das Immunsystem außerdem in der malignen Transformation. Diese Aspekte zeigen besonders 
eindrücklich jene Krankheiten, bei denen das Immunsystem defekt ist. Betroffene Patienten können 
infolgedessen schwere Infektionen und Tumorerkrankungen entwickeln (Parkin und Cohen 2001). 
Um diese Aufgaben hinreichend gut zu erfüllen, benötigt das Immunsystem eine Vielzahl an 
Bauelementen, zwischen denen eine interaktive Kommunikation besteht. Den ersten 
Abwehrmechanismus gegen Pathogene stellt das angeborene, unspezifische Immunsystem dar. Es 
zeichnet sich durch seine unmittelbare und schnelle Immunantwort aus. Zu ihm zählen mechanische 
Barrieren, wie die Epithelzellen der Haut, die Schleimschicht der Schleimhäute und das 
Transportsystem der Zilien, welche zunächst durch das Pathogen überwunden werden müssen. Des 
Weiteren existieren zelluläre Abwehrmechanismen des angeborenen Immunsystems, wie die 
neutrophilen Granulozyten, die Monozyten und die Makrophagen, welche phagozytäre Eigenschaften 
besitzen. Außerdem gehören ihm die Mastzellen und die basophilen und eosinophilen Granulozyten an, 
die der Ausschüttung inflammatorischer Mediatoren dienen. Ein weiterer Bestandteil sind die 
zytotoxisch aktiven natürlichen Killerzellen (NK-Zellen). Humorale Bestandteile des angeborenen 
Immunsystems sind das Komplementsystem, Akute-Phase-Proteine und Zytokine (Delves und Roitt 
2000a; Chaplin 2010). 
Den zweiten Abwehrmechanismus gegen Pathogene stellt das erworbene, spezifische Immunsystem 
dar. Dieses ist gekennzeichnet durch die Fähigkeit, mittels Rezeptoren spezifische Antigene zu erkennen 
und daraufhin gegen diese zu reagieren. Außerdem besitzt es im Gegensatz zum angeborenen 
Immunsystem die Möglichkeit Gedächtniszellen auszubilden. Das spezifische Immunsystem besteht im 
Wesentlichen aus zwei Zellarten, den T-Lymphozyten und den B-Lymphozyten (Delves und Roitt 
2000b). 
Trotz der Unterschiede dieser beiden Systeme der Immunabwehr agieren sie in der Regel gemeinsam. 
So trägt das angeborene Immunsystem zur Aktivierung der antigenspezifischen Zellen bei, während das 
spezifische Immunsystem durch die Rekrutierung von Zellen des angeborenen Immunsystems seine 
Immunantwort verstärkt (Chaplin 2010). 
Im Folgenden werden die B- und T-Lymphozyten sowie deren Subpopulationen und die NK-Zellen 
näher betrachtet. 
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1.1.1 B-Lymphozyten 
Die Aufgabe der B-Lymphozyten besteht in der Erkennung von meist löslichen Antigenen und der 
darauffolgenden Antikörperproduktion (Parkin und Cohen 2001). Es existieren dabei fünf große 
Antikörperklassen: Immunglobulin (Ig) M, IgA, IgE, IgD und IgG. Zu Beginn der Antiköperproduktion 
bilden die B-Lymphozyten Antikörper der Klasse IgM. Um auch Antikörper anderer Klassen 
produzieren zu können, findet der sogenannte Klassenwechsel statt. Bei diesem Klassenwechsel werden 
Exone der DNA der B-Lymphozyten herausgeschnitten und Gensegmente neu geordnet (Matthews et 
al. 2014). Die Antikörper können dann eine Vielzahl von Aufgaben erfüllen. Dazu zählt die 
Neutralisation von Toxinen, die Aktivierung des Komplementsystems, die Opsonierung von Bakterien, 
um diese der Phagozytose zu zuführen, sowie der Antikörper-abhängige zytotoxische Angriff von NK-
Zellen auf infizierte Zellen oder Tumorzellen (Parkin und Cohen 2001). Des Weiteren sind die 
B-Lymphozyten auch dazu in der Lage Antigene zu prozessieren und anschließend auf ihrer Oberfläche 
zu präsentieren, sprich als Antigen-präsentierende Zelle (APC) zu fungieren (Myers 1991). 
Es gibt Oberflächenantigene, welche auf den B-Lymphozyten exprimiert werden und zu deren 
diagnostischer Detektion genutzt werden können. Dies ist zum einen das Cluster of Differentiation 
(CD) 45, welches spezifisch für Leukozyten ist (Trowbridge et al. 1991), und zum anderen das CD19, 
ein für B-Lymphozyten charakteristisches Oberflächenantigen (Fearon und Carter 1995). 
Weiterhin lassen sich verschiedene Subpopulationen von B-Lymphozyten, abhängig von deren 
Aktivierung und Reifestadium unterscheiden. So beginnt die Entwicklung der B-Lymphozyten Antigen-
unabhängig im Knochenmark (Hardy und Hayakawa 2001). Einige dieser unreifen B-Lymphozyten 
entwickeln sich zu naiven, langlebigen B-Lymphozyten. Diese sind gekennzeichnet durch die 
Expression der Oberflächenmoleküle IgM und IgD sowie ein Fehlen von CD27 (IgD+IgM+CD27-) 
(Warnatz et al. 2002). Durch Antigenstimulation können sich die B-Lymphozyten dann, in Anwesenheit 
der entsprechenden Kostimulation, zu den Antikörper-produzierenden Plasmablasten sowie zu 
Gedächtnis-B-Lymphozyten entwickeln (MacLennan 1994). Auf diese Aktivierung wird in 
Kapitel 1.1.4 der vorliegenden Arbeit genauer eingegangen. Die Gedächtnis-B-Lymphozyten 
exprimieren auf ihrer Oberfläche das Molekül CD27, welches zu ihrer Detektion in der 
Immundiagnostik genutzt werden kann (Tangye et al. 1998; Klein et al. 1998; Agematsu et al. 2000). 
Sie können außerdem, anhand der Expression von IgD und IgM, in klassengewechselte (CD27+IgD-
IgM-) und nicht-klassengewechselte (CD27+IgD+IgM+) Gedächtnis-B-Lymphozyten unterschieden 
werden (Warnatz et al. 2002; Wehr et al. 2008; Piatosa et al. 2010). 
 
1.1.2 T-Lymphozyten 
Die T-Lymphozyten sind ebenfalls ein Bestandteil des spezifischen Immunsystems. Das heißt, auch sie 
sind in der Lage spezifische Antigene zu erkennen. Dazu benötigen die T-Lymphozyten jedoch 
Moleküle, welche die Antigene präsentieren. Dies sind die sogenannten Major-Histocompatibility-
Einleitung   11 
 
Complex-Moleküle (MHC-Moleküle) (Parkin und Cohen 2001). 
Es lassen sich außerdem zwei große Gruppen von T-Lymphozyten unterscheiden. Zum einen die 
T-Helfer-Lymphozyten, welche sich durch eine Expression von CD4 an ihrer Oberfläche auszeichnen 
(CD4+), und die zytotoxischen T-Lymphozyten, welche das Oberflächenmolekül CD8 exprimieren 
(CD8+) (Parkin und Cohen 2001). 
Der T-Zell-Rezeptor der T-Helfer-Lymphozyten (CD4+-Zellen) erkennt Antigene, welche durch MHC-
Moleküle der Klasse II präsentiert werden. Diese MHC-Moleküle befinden sich auf fast allen 
kernhaltigen Zellen des menschlichen Körpers. Daraufhin aktivieren die CD4+-Zellen weitere 
Bestandteile des zellulären Immunsystems, um das jeweilige Pathogen zu eliminieren. Diese 
Aktivierung findet über die Bildung von Zytokinen statt. Zytokine sind niedermolekulare Stoffe, welche 
für die Zellkommunikation von Bedeutung sind. Sie binden an Oberflächenrezeptoren und führen so zu 
intrazellulären Signalen, welche in der Regel Zellaktivierung, -teilung, -migration und Apoptose 
beeinflussen. Anhand dieser Zytokinproduktion lassen sich wiederum verschiedene Arten von CD4+-
Zellen unterscheiden. Dazu zählen Th1-, Th2-, Th9-, Th17- und die Th22-Zellen (Parkin und Cohen 
2001; Zhu und Paul 2008; Jutel und Akdis 2011). Im Rahmen der vorliegenden Arbeit soll sich auf die 
Th1- und Th2-Zellen beschränkt werden. Die Th1-Zellen produzieren beispielsweise Interleukin-2 (IL-
2), welches die Proliferation der Lymphozyten induziert, und Interferon-γ (IFN-γ), welches die 
Makrophagen des Immunsystems aktiviert. Th2-Zellen hingegen produzieren unter anderem IL-4, -5, -6 
und -10, welche die Antikörperproduktion begünstigen. Außerdem fördert IL-4 den Klassenwechsel der 
B-Lymphozyten zu IgE und IL-5 fördert das Wachstum der eosinophilen Granulozyten (Mosmann und 
Sad 1996; Parkin und Cohen 2001). 
Die zytotoxischen T-Lymphozyten (CD8+-Zellen) hingegen erkennen nur Antigene, die an MHC-
Klasse-I-Moleküle gebunden sind. Diese MHC-Moleküle werden ausschließlich auf den APC 
(dendritische Zellen, B-Lymphozyten, Makrophagen) exprimiert (Parkin und Cohen 2001). Eine 
wichtige Aufgabe der CD8+-Zellen ist die direkte Zerstörung von viral-infizierten Zellen. Dies geschieht 
über das Einbringen von Perforin in die Zellmembran der infizierten Zelle, was Lücken in der 
Zellmembran verursacht. Über diese Lücken werden Granzyme aus den CD8+-Zellen in die Zelle 
abgegeben. Diese wiederum aktivieren Caspase-Enzyme, welche zur Fragmentation der DNA und zur 
Apoptose führen. Eine weitere Möglichkeit zur Induktion der Apoptose ist die Aktivierung des Fas-Fas-
Ligand-Weges durch die CD8+-Zellen (Delves und Roitt 2000a). Auch die CD8+-Zellen können 
Interleukine bilden, wie beispielsweise Tumor-Nekrose-Faktor-α (TNF-α), welcher 
entzündungsfördernd und immunaktivierend wirkt (Mosmann et al. 199; Delves und Roitt 2000a; Parkin 
und Cohen 2001). 
Eine weitere Untergruppe der T-Lymphozyten sind die regulatorischen T-Lymphozyten. Diese Zellen 
besitzen eine supprimierende Aktivität gegenüber Immunantworten und den Funktionen von anderen 
Immunzellen. Das heißt sie wirken auf das Immunsystem steuernd und sorgen für die Aufrechterhaltung 
der Selbsttoleranz. Ein Charakteristikum dieser Zellen ist ihre starke Expression der IL2-alpha-Kette 
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(CD25) (Sakaguchi et al. 1995; Sakaguchi 2004). Des Weiteren exprimieren sie den forkhead-
Transkriptionsfaktor FoxP3, und zeigen eine niedrige Expression von CD127 (CD25+CD127lowFoxP3+) 
(Fontenot et al. 2003; Hori et al. 2003; Maecker et al. 2012; Liu et al. 2006; Seddiki et al. 2006; Hartigan-
O'Connor et al. 2007). 
Die Oberflächenantigene, welche zur Detektion von T-Lymphozyten im Allgemeinen genutzt werden 
können, sind neben dem bereits erläuterten CD45 das für T-Lymphozyten charakteristische CD3 
(Aniansson Zdolsek et al. 1999). CD3 ist mit dem T-Zell-Rezeptor assoziiert und für die Aktivierung 
der T-Lymphozyten von Bedeutung (Delves und Roitt 2000a). 
Auch bei den T-Lymphozyten kann man abhängig von Antigenkontakt und Entwicklungsstadium 
verschiedene Subpopulationen unterscheiden. Nach Abschluss ihrer Entwicklung im Thymus werden 
jene T-Lymphozyten ohne Antigenkontakt als naive T-Lymphozyten bezeichnet. Die charakteristischen 
Oberflächenmoleküle dieser naiven T-Lymphozyten sind CD45RA sowie der Chemokin-Rezeptor 
CCR7 (CD45RA+CCR7+). Diese naiven T-Lymphozyten wandern zu den T-Zell-Arealen der 
sekundären Lymphorgane, um dort von den APC präsentierte Antigene zu finden. Als Effektor-T-
Lymphozyten werden dann jene Zellen bezeichnet, welche durch das Erkennen spezifischer Antigene 
gebunden an MHC-Moleküle aktiviert worden sind. Sie zeichnen sich durch die Expression von 
CD45RA aus, wohingegen CCR7 nicht zu finden ist (CD45RA+CCR7-). Schließlich können sich auch 
bei den T-Lymphozyten aus den Effektor-Zellen Gedächtnis-T-Lymphozyten entwickeln. Dabei sind 
zwei Arten von Gedächtnis-T-Lymphozyten zu unterscheiden. Diejenigen Gedächtniszellen, welche 
CCR7 nicht exprimieren, besitzen Rezeptoren zur Migration in entzündetes Gewebe und eine 
unmittelbare Effektor-Funktion. Daraus ableitend auch ihr Name, Effektor-Gedächtnis-Zellen 
(CD45RA-CCR7-). CCR7-positive Gedächtnis-T-Lymphozyten hingegen besitzen Rezeptoren, durch 
welche sie im Lymphknoten verbleiben. Ihnen fehlt die unmittelbare Effektor-Funktion der Effektor-
Gedächtnis-Zellen, jedoch sind sie dazu in der Lage effektiv dendritische Zellen zu stimulieren und 
B-Lymphozyten zu helfen. Sie werden als zentrale Gedächtnis-T-Lymphozyten bezeichnet (CD45RA-
CCR7+) (Sallusto et al. 1999; McLaughlin et al. 2008; Maecker et al. 2012). 
 
1.1.3 NK-Zellen 
Die NK-Zellen sind Teil des unspezifischen Immunsystems und haben die Morphologie von 
Lymphozyten, jedoch verfügen sie nicht über einen spezifischen Antigenrezeptor. Stattdessen besitzen 
sie zwei Mechanismen, die es ihnen ermöglichen, pathogene Zellen zu erkennen. Einerseits exprimieren 
sie Ig-Rezeptoren, mit denen sie in der Lage sind Zellen, welche mit Antikörpern umhüllt sind, zu 
erkennen. Daraufhin wird die zytotoxische Aktivität der NK-Zellen aktiviert. Man spricht dabei auch 
von Antikörper-abhängiger zellulärer Zytotoxizität. Zum anderen verfügen sie über MHC-Klasse-I-
Rezeptoren. Tritt die NK-Zelle mit anderen Zellen in Kontakt und findet dabei keine Bindung zwischen 
diesen Rezeptoren und den MHC-Klasse-I-Molekülen statt bzw. sind die Rezeptoren verändert oder 
Einleitung   13 
 
vermindert vorhanden, führt auch dies zu einer zytotoxischen Aktivität (Parkin und Cohen 2001). 
Die Forschung der letzten Jahre lässt jedoch vermuten, dass die NK-Zellen eine viel größere 
Heterogenität und komplexere Biologie besitzen, als dies ursprünglich angenommen wurde. So konnte 
beispielsweise eine Vielzahl von aktivierenden und inhibierenden Rezeptoren entdeckt werden 
(Hamerman et al. 2005). 
Die charakteristischen Oberflächenantigene der NK-Zellen sind CD16 und CD56 (CD16+CD56+) 
(Robertson und Ritz 1990). 
 
1.1.4 Antigenspezifische Immunantwort 
Zunächst gelangen Antigene über verschiedene Wege, wie zum Beispiel die Atemwege oder den 
Verdauungstrakt, in den Körper. Die Antigene werden daraufhin direkt über den Lymphstrom oder 
durch APC, insbesondere dendritische Zellen, zu den sekundär lymphatischen Geweben transportiert. 
Dabei bestimmt die Ausgangslokalisation der Antigene, in welches dieser sekundär lymphatischen 
Gewebe sie gelangen. Antigene aus dem Blut werden in die Milz, Antigene aus der Mukosa in das 
Mukosa-assoziierte lymphatische Gewebe (MALT) und Antigene aus den Geweben in die 
Lymphknoten transportiert. Dort findet dann der Kontakt zwischen Antigenen und den B- und 
T-Lymphozyten statt. Die sekundär lymphatischen Organe bieten dabei eine optimale Umgebung für 
die Erkennung der Antigene, da neben B- und T-Lymphozyten auch APC und eine Reihe an 
notwendigen kostimulierenden Zytokinen dort vorhanden sind. Außerdem verfügen diese Gewebe über 
Adhäsions-Moleküle, welche den Eintritt von den zwischen den lymphatischen Geweben zirkulierenden 
Lymphozyten fördern, und somit die Chance der Antigen-Erkennung weiter erhöhen (Parkin und Cohen 
2001). 
Bei der Bindung des T-Zell-Rezeptors an den Antigen-MHC-Komplex wird ein Aktivierungs-Signal an 
den T-Lymphozyten übermittelt. Es kommt zu einer Aggregation des T-Zell-Rezeptors, gefolgt von 
einer Tyrosin-Phosphorylierung des intrazytoplasmatischen Teils des CD3-Komplexes. Daraufhin 
bewirkt eine Signalkaskade die Aktivierung von Gensequenzen, welche die Proliferation der 
T-Lymphozyten befördern. Diese Aktivierung der T-Lymphozyten ist jedoch nur im Beisein von 
kostimulierenden Signalen möglich, was über Korezeptoren auf der Oberfläche der T-Lymphozyten 
geschieht. Die wichtigsten dieser Kostimulatoren sind CD28, das an CD80 (B7) bindet, und CD2, dessen 
Ligand CD58 ist (Lenschow et al. 1996; Holter et al. 1996; Delves und Roitt 2000a). Durch die 
Proliferation der T-Lymphozyten können bis zu 1 000 Nachkommen pro Zelle erzeugt werden. Die 
meisten dieser T-Lymphozyten sind Effektor-Zellen, welche dann das lymphatische Gewebe verlassen 
und im Entzündungsgebiet den unter Kapitel 1.1.2 beschriebenen Aufgaben nachgehen. Ein weiterer 
Teil dieser T-Lymphozyten wandert zu den B-Lymphozyten-Arealen der lymphatischen Gewebe 
(Sallusto et al. 1999; Parkin und Cohen 2001). Dies ist notwendig, da die meisten Antigene erst im 
Beisein von CD4+-Zellen in der Lage dazu sind, die B-Lymphozyten zu stimulieren. Man nennt diese 
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Antigene deshalb auch T-Zell-abhängige Antigene (Delves und Roitt 2000a). 
Die Aktivierung der B-Lymphozyten beginnt mit der Bindung der Antigene an den B-Zell-Rezeptor. 
Die Antigene werden daraufhin von den B-Lymphozyten internalisiert und im Inneren der Zellen zu 
kleineren Peptiden prozessiert. Diese Peptide werden dann wiederum an die Oberfläche der 
B-Lymphozyten transportiert und auf MHC-Klasse-II-Moleküle präsentiert. Wie bereits beschrieben, 
erkennen die CD4+-Zellen diese Peptid-MHC-Komplexe und werden aktiviert. Sie exprimieren nun auf 
ihrer Oberfläche kostimulatorische Moleküle, wie den CD40-Ligand (CD154). Wenn dieser nun an den 
CD40-Rezeptor der B-Lymphozyten bindet, werden die B-Lymphozyten aktiviert und beginnen mit der 
Antikörpersynthese sowie dem Klassenwechsel der Antikörper (Grewal und Flavell 1998; Delves und 
Roitt 2000a). Der aktivierte B-Lymphozyt wird auch B-Lymphoblast genannt. In der sogenannten 
extrafollikulären Phase können die B-Lymphoblasten proliferieren, haben die Möglichkeit des 
Klassenwechsels und können sich zu kurzlebigen Plasmablasten differenzieren, welche Antikörper 
mittlerer Affinität produzieren. In der Phase des Keimzentrums wandern einige der B-Lymphoblasten 
zurück in die Lymphfollikel der lymphatischen Gewebe. Dort beginnen sie massiv zu proliferieren und 
bilden dadurch sogenannte Keimzentren, auf welche in den kommenden Ausführungen noch 
eingegangen wird (Nutt et al. 2015). 
Es gibt jedoch auch einige Antigene, welche ohne T-Lymphozyten-Hilfe die Fähigkeit besitzen die 
B-Lymphozyten zu aktivieren, daher werden sie als T-Zell-unabhängige Antigene bezeichnet (Mond et 
al. 1995). Diese Antigene sind jedoch nicht in der Lage die sogenannte somatische Hypermutation zu 
induzieren, welche für die Produktion von hochaffinen Antikörpern vonnöten ist. Des Weiteren ist durch 
das Fehlen der von den T-Lymphozyten produzierten Zytokine auch der Klassenwechsel der Antikörper 
eingeschränkt. Dementsprechend werden durch die T-Zell-unabhängigen Antigene vornehmlich 
niedrigaffine IgM-Antikörper produziert (Delves und Roitt 2000a). 
Mit den beschriebenen Schritten ist die antigenspezifische Immunantwort jedoch noch nicht 
abgeschlossen. Nach der Aktivierung und Proliferation der T-Lymphozyten folgt nach Beendigung der 
Aktivierung die Phase des Zelltodes. Während dieser Phase gehen über 95 % der antigenspezifischen 
T-Lymphozyten durch Apoptose unter. Dieser Vorgang wird Aktivierungs-induzierter Zelltod (AICD) 
genannt und dient der Regulierung der Lymphozytenzahl und damit der Aufrechterhaltung der 
Homöostase. Ein Teil der T-Lymphozyten verbleibt jedoch im Organismus in Form von zirkulierenden 
Gedächtniszellen, welche über Jahre überleben. Sie bilden einen Teil des Immungedächtnisses. Die 
Funktion dieses Immungedächtnisses besteht darin, bei einem erneuten Kontakt des Organismus mit 
dem bereits bekannten Antigen eine erneute Immunantwort auszulösen. Diese ist zum einen 
gekennzeichnet durch eine quantitative Verbesserung, da es zu einer beschleunigten Reaktion kommt, 
infolge einer erhöhten Anzahl von antigenspezifischen T-Lymphozyten. Doch auch qualitativ findet 
eine Veränderung der Reaktion statt, da die die Entwicklung zu Effektor-T-Lymphozyten nun effizienter 
stattfindet. Die Gedächtnis-T-Lymphozyten verfügen über eine größere Anzahl an 
Adhäsionsmolekülen, welche ihnen erlauben wirksamer an APC zu binden. Dies könnte die leichtere 
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Aktivierung sowie die Fähigkeit, auf niedrigere Antigen-Dosen zu reagieren erklären. Außerdem 
werden eine höhere Affinität zu dem IL-2-Rezeptor sowie eine größere Affinität des T-Zell-Rezeptors 
diskutiert (Ahmed und Gray 1996). 
Auch die antigenspezifischen B-Lymphozyten bilden ein Immungedächtnis, in Form von Gedächtnis-
B-Lymphozyten und langlebigen Antikörper-sezernierenden Plasmazellen. Allerdings stellen die 
T-Zell-unabhängigen Antigene eine Ausnahme dar. Es ist ihnen nicht möglich die Bildung von 
Gedächtnis-B-Lymphozyten zu induzieren, da sie nicht in der Lage sind die Bildung von Keimzentren 
zu bewirken (Delves und Roitt 2000a). Keimzentren sind wie bereits beschrieben, Teile der 
Lymphfollikel der lymphatischen Gewebe. Diese Orte bilden ein Mikroklima, welches die Entwicklung 
von Gedächtnis-B-Lymphozyten und langlebigen Plasmazellen ermöglicht. 
Auch die Antikörper-Antwort der Gedächtnis-B-Lymphozyten unterscheidet sich von der primären 
Immunantwort. Sie tritt zeitlich rascher auf, sie besteht aus relativ mehr IgG-, IgA- und IgE-Antikörpern 
als aus IgM-Antikörpern und diese Antikörper zeigen eine erhöhte Affinität (Ahmed und Gray 1996). 
So bilden Gedächtnis-B- und -T-Lymphozyten einen wichtigen Teil der langfristigen Immunabwehr. 
Sie können zwar eine erneute Infektion nicht verhindern, aber ihre schnelle Immunantwort trägt 
entscheidend zur Vorbeugung eines Krankheitsausbruches und zur Kontrolle der Krankheitsausbreitung 
bei (Ahmed und Gray 1996). 
 
1.2 Unspezifische Proliferationsuntersuchungen als Teil der 
Immunfunktionsdiagnostik 
Kapitel 1.1 macht die Wichtigkeit eines funktionsfähigen Immunsystems deutlich. Es existieren jedoch 
eine ganze Reihe von Immundefekten, in welchen die Funktion dieses Systems gestört ist, und damit 
die Gesundheit der betroffenen Patienten in unterschiedlichem Maße beeinträchtigt wird. 
Die International Union of Immunological Societies (IUIS) veröffentlicht jedes zweite Jahr eine 
Klassifikation der angeborenen Immundefekte (PID). Die aktuelle Klassifikation aus dem Jahre 2015 
beherbergt mittlerweile nahezu 300 primäre Immundefekte. Diese sind in insgesamt neun Kategorien 
subsumiert. Auf die Krankheitsbilder im Einzelnen soll an dieser Stelle nicht eingegangen werden. Es 
sei hier auf die IUIS-Klassifikation verwiesen (Bousfiha et al. 2015). 
Ein charakteristisches Kennzeichen dieser PID ist die erhöhte Infektanfälligkeit der Patienten, welche 
zu schweren multiplen, rekurrierenden und opportunistischen Infektionen führen kann. Diese 
Infektionen sind es auch, welche häufig die Einleitung einer PID-Diagnostik zur Folge haben (Casanova 
und Abel 2007; Vries und Driessen 2011; Parvaneh et al. 2013). Die bis 01.12.2016 gültige Leitlinie der 
Arbeitsgemeinschaft der Wissenschaftlichen Medizinischen Fachgesellschaften e.V. (AWMF) zur 
„Diagnostik von primären Immundefekten“, welche sich momentan in Überarbeitung befindet, sieht 
dabei eine Stufendiagnostik bestehend aus einer Basisdiagnostik und weiteren immunologischen 
Untersuchungen vor. Zu Letzteren gehört auch die Quantifizierung der Anzahl und Verteilung der 
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Lymphozyten und ihrer Subpopulationen, welche als sogenannte Immunphänotypisierung bezeichnet 
wird. Sie ist von entscheidender Bedeutung in der PID-Diagnostik (Farmand et al. 2011). Nicht minder 
von Interesse sind jedoch auch Fragestellungen an die Funktionsfähigkeit der Lymphozyten. Dieser Teil 
der Immundiagnostik wird als Immunfunktionsdiagnostik bezeichnet (Fulcher und Wong 1999). Eine 
Methodik der Lymphozytenfunktionsdiagnostik ist die Proliferationsdiagnostik. Die 
Proliferationsfähigkeit ist deshalb von diagnostischem Interesse, da sie die Bedingung dafür ist, dass 
sich die antigenspezifischen B- und T-Lymphozyten bei Kontakt mit ihrem Antigen mit ausreichender 
Geschwindigkeit teilen können. Die Proliferationsfähigkeit ist somit eine Grundlage für die 
Sicherstellung der Pathogenabwehr (Lyons 2000). 
Eine mögliche Methodik zur Bestimmung der Proliferationsfähigkeit der Lymphozyten ist die des 
Lymphozytentransformationstests (LTT). Dessen Durchführung beginnt mit der Isolierung von 
Lymphozyten aus Heparinblut. Diese werden daraufhin stimuliert. Diese Stimulation kann zum einen 
mit den sogenannten Mitogenen Phytohemagglutinin (PHA) und Lipopolysaccharid (LPS) erfolgen. 
Dies sind Substanzen, welche die Proliferation und Reifung der Lymphozyten induzieren (Scott und 
Nahm 1984). Das aus Pflanzen gewonnene Lektin PHA ist dabei ein ausschließliches T-Lymphozyten-
Mitogen, wirkt also nur auf T-Lymphozyten mitogen (Nowell 1960; Moretta et al. 1976). LPS ist ein 
Endotoxin, welches in der Zellwand von gramnegativen Bakterien zu finden ist. Es stimuliert sowohl 
B- als auch T-Lymphozyten zur Proliferation (Dagg und Levitt 1981; Ulmer et al. 2000). Des Weiteren 
können zur Stimulation der T-Lymphozyten auch Antikörper verwendet werden, die an die 
Oberflächenantigene CD3 und CD28 binden. Diese Signale sind, wie bereits in Kapitel 1.1.4 vorgestellt, 
zur Aktivierung der T-Lymphozyten notwendig, und bewirken so ebenfalls eine Proliferation der 
T-Lymphozyten (Levine et al. 1997). 
Nach erfolgter Zugabe der Stimulanzien und dem Belassen von einem Teil der Lymphozyten ohne 
Stimulation als sogenanntem Leerwert, werden die Lymphozyten im Brutschrank kultiviert. 
Anschließend erfolgt die Zugabe von mit Tritium radioaktiv markiertem Thymidin (3H-TdR). 3H-TdR 
wird als Nukleosid in die DNA von sich teilenden Zellen eingebaut, so auch in die proliferierenden 
Lymphozyten. Die Lymphozyten werden dann ein weiteres Mal inkubiert und darauffolgend mit einem 
sogenannten Zell-Harvester geerntet. Es erfolgt dann die Messung der von den Lymphozyten 
ausgesendeten radioaktiven ß-Strahlung in counts pro Minute (cpm) (Messele et al. 2000). Die 
Auswertung geschieht über die Ermittlung des sogenannten Stimulations-Index (SI). Dies ist der 
Quotient aus dem Mittelwert der ausgesendeten Radioaktivität in cpm der stimulierten Lymphozyten, 
dividiert durch den Mittelwert der ausgesendeten Radioaktivität in cpm der unstimulierten Lymphozyten 
(Stone et al. 2009; Yu et al. 2009). Da es sich bei den verwendeten Stimulanzien dieses Verfahrens nicht 
um spezifische Antigene handelt, sondern die Lymphozyten stattdessen unspezifisch stimuliert werden, 
spricht man bei dieser Methode auch von unspezifischer Proliferationsuntersuchung. 
Es besteht jedoch mittlerweile auch die Möglichkeit, diese Proliferationsuntersuchungen mit 
fluoreszenzmarkierten Lymphozyten – anstelle von radioaktiv markierten Lymphozyten – 
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durchzuführen. Die Zellen werden mit einem Fluoreszenzfarbstoff gefärbt und wie beim LTT 
anschließend stimuliert und kultiviert. Da an die Tochterzellen eine geringere Fluoreszenzintensität 
weitergegeben wird, können diese neu entstandenen Zellen über die Messung der emittierten 
Fluoreszenzintensität detektiert werden. Dazu wird die Technik der Durchflusszytometrie verwendet, 
sprich die maschinelle Detektion des ausgesendeten Fluoreszenzsignals der Zellen. Die Lymphozyten 
können bei dieser Methodik außerdem über fluoreszenzgekoppelte Antikörper, welche an spezifische 
Oberflächenantigene binden, weiter differenziert werden, beispielsweise in B- und T-Lymphozyten 
(Fulcher und Wong 1999; Lyons 2000). Diese Methodik bietet im Gegensatz zum LTT den Vorteil der 
fehlenden Radioaktivität. Außerdem ermöglicht sie es, separate Aussagen über die Proliferation der B- 
und T-Lymphozyten zu machen, wohingegen mit dem LTT nur eine allgemeine Aussage über die 
Lymphozytenproliferation gemacht werden kann. Aus diesen Gründen war es ein Ziel der vorliegenden 
Arbeit, einen durchflusszytometrischen Proliferationsassay in der Immundiagnostik des Instituts für 
Klinische Immunologie zu etablieren und zu validieren, und die bisherige Methodik des LTT abzulösen. 
Diese Verfahren lassen eine Aussage über die allgemeine Lymphozytenfunktion nach unspezifischer 
Stimulation zu. Jedoch ist es für die Abschätzung des individuellen Immunstatus eines Patienten auch 
von Interesse, inwiefern antigenspezifische Lymphozyten im Organismus vorhanden sind bzw. diese 
funktionsfähig sind. Dazu könnte die Methodik der Lymphozytenproliferation erweitert werden, indem 
die Zellen nicht unspezifisch, sondern mit einem spezifischen Antigen stimuliert werden und danach 
das Vorhandensein einer Proliferationsantwort detektiert und quantifiziert wird. Diese Methodik der 
antigenspezifischen Lymphozytenproliferation sollte in der vorliegenden Arbeit untersucht werden, um 
ihren Einsatz in der Immundiagnostik einzuschätzen. 
 
1.3 Virusantigene in der Immundiagnostik 
Für die Untersuchung der antigenspezifischen Lymphozytenproliferation wurden in der vorliegenden 
Arbeit Peptide bzw. native Antigene von Cytomegalievirus, Epstein-Barr-Virus, Varicella-Zoster-Virus 
und Masernvirus verwendet. Diese Viren werden im Folgenden überblicksartig vorgestellt. Es wird 
dabei jeweils auf die Taxonomie und Morphologie der Viren eingegangen sowie auf die Epidemiologie, 
Pathogenese und Klinik der Virusinfektionen. 
 
1.3.1 Cytomegalievirus 
Das humane Cytomegalievirus (CMV) gehört zur Familie der Herpesviren. Es ist eines der acht 
humanen Herpesviren und wird auch humanes Herpesvirus Typ 5 (HHV 5) genannt. Es ist das größte 
Virus innerhalb der Herpes-Gruppe (Jong et al. 1998; Lubeck et al. 2010; Boeckh und Geballe 2011). 
Ein Virion besteht im Innersten aus doppelsträngiger DNA, welche circa 235 kb groß ist. Diese DNA 
wird von einem ikosaedrischen Nukleocapsid aus Proteinen umgeben. Das Nukleocapsid wird 
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wiederum von einer Proteinschicht, dem sogenannten Tegument und einer Lipidhülle umschlossen. Das 
Tegument enthält Proteine wie beispielsweise pp65, pp71, pp150 und pp28, welche für den viralen 
Lebenszyklus von Bedeutung sind. In die Lipidhülle sind zusätzlich Glykoproteine eingelagert, die für 
den Eintritt des Virus in die Zielzelle von Bedeutung sind (Butcher et al. 1998; Tomtishen 2012). 
CMV ist ein weltweit vorkommendes Virus. Dabei variiert die Seroprävalenz je nach geografischer 
Region. Bei Frauen im reproduktionsfähigen Alter konnte weltweit eine Seroprävalenz zwischen 45 % 
und 100 % festgestellt werden, wobei die höchsten Raten in Südamerika, Afrika und Asien zu finden 
waren. Die niedrigsten Seroprävalenzen kamen in Westeuropa und den Vereinigten Staaten vor. 
Des Weiteren nimmt mit steigendem Alter die Seroprävalenz sukzessive zu (Cannon et al. 2010). So 
betrug sie in den USA zwischen 1988 und 1994 bei Kindern zwischen sechs und elf Jahren rund 36 %, 
bei den über 11-Jährigen rund 59 % und schließlich bei den über 80-Jährigen rund 91 % (Staras et al. 
2006). Die Seroprävalenz in Deutschland lag in den Jahren 1998 – 2008 bei einer Untersuchung von 
Patienten in Frankfurt am Main bei durchschnittlich 57 %. Wobei auch hier ein altersabhängiger Anstieg 
verzeichnet werden konnte (Lubeck et al. 2010). 
Die Übertragung von CMV kann über infektiöse Körperflüssigkeiten wie Speichel, Urin, Blut und 
Blutprodukte, Muttermilch, Genitalsekrete und auch über Organtransplantate stattfinden (Taylor 2003). 
So können Neugeborene durch die Passage des kontaminierten Muttermundes, Säuglinge durch 
Muttermilch und Kinder durch engen Kontakt zu anderen Kindern, beispielsweise in Kindertagesstätten 
infiziert werden. Postpubertär sind die sexuelle Übertragung und jene durch Speichel die am häufigsten 
vorkommenden (Jong et al. 1998). 
Nach meist inapparenter Infektion, infiziert und repliziert das Virus in einer Vielzahl von Zellen, 
darunter Epithelzellen des Drüsen- und Mukosagewebes, glatte Muskelzellen, Fibroblasten, 
Makrophagen, dendritische Zellen, hepatische Zellen und vaskuläre Endothelzellen. Durch diesen 
umfassenden Zelltropismus wird die systemische Ausbreitung des Virus im menschlichen Körper 
erleichtert (Jean Beltran und Cristea 2014). Das charakteristische Aussehen der infizierten Zellen, 
welche auch als Eulenaugenzellen bezeichnet werden, entsteht durch intranukleäre 
Einschlusskörperchen. Es ist vor allem bei den Epithelzellen der Speicheldrüsen und des 
Gastrointestinaltraktes zu finden (Lubeck et al. 2010). Wie die anderen Viren der Herpes-Gruppe 
persistiert auch CMV nach der Primärinfektion lebenslang im Organismus. Der genaue Ort der 
Persistenz ist jedoch ungeklärt. Aus dieser latenten Form kann das Virus reaktiviert und erneut 
freigesetzt werden und je nach Immunlage des Wirtes auch zur Krankheitsentwicklung führen (Jong et 
al. 1998; Boeckh und Geballe 2011). 
Bei immunkompetenten Personen bleiben sowohl die Infektion als auch die Reaktivierungen in der 
Regel inapparent. In einigen Fällen kann es zu einer mononukleoseartigen Symptomatik kommen. Bei 
immungeschwächten Patienten, wie beispielsweise durch PID, AIDS oder Organtransplantation, können 
jedoch schwere entzündliche Erkrankungen auftreten. Diese können verschiedene viszerale Organe 
betreffen und so zu Hepatitis, Nephritis, Gastroenteritis und Kolitis führen. Ebenso kann die Lunge in 
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Form einer interstitiellen Pneumonie betroffen sein, und auch die Entwicklung einer Chorioretinitis oder 
Enzephalitis ist möglich (Lubeck et al. 2010). 
Die kongenitale CMV-Infektion ist die häufigste kongenitale Virusinfektion. Sie bleibt bei infizierten 
Neugeborenen meist symptomlos, jedoch sind Spätfolgen wie Hörschäden und mentale Retardierung 
möglich. In einigen Fällen kann die Infektion auch schwere Verläufe mit Petechien, 
Hepatosplenomegalie, Mikrozephalie, Chorioretinitis und neurologischen Störungen annehmen (Jong 
et al. 1998; Boeckh und Geballe 2011). 
Zurzeit ist noch kein Impfstoff gegen CMV verfügbar. Laut Institut of Medicine (USA) sollte jedoch 
die Entwicklung eines solchen höchste Priorität haben, um kongenitale Infektionen zu vermeiden 
(Boeckh und Geballe 2011). 
 
1.3.2 Epstein-Barr-Virus 
Das Epstein-Barr-Virus (EBV) ist ebenfalls ein Virus der Herpes-Familie und wird auch humanes 
Herpesvirus Typ 4 genannt (HHV4). Das Virion besitzt die typische Herpesvirenstruktur, bestehend aus 
doppelsträngiger DNA, umgeben von einem ikosaedrischen Nukleocapsid aus Protein. Das Tegument 
befindet sich zwischen Nukleokapsid und einer Lipidhülle mit eingelagerten Glykoproteinen. Diese 
Glykoproteine spielen für den Zelltropismus, die Rezeptorerkennung und die Auswahl des Wirtes eine 
Rolle (Amon und Farrell 2005; Odumade et al. 2011). 
EBV ist ein weltweit verbreitetes Virus und über 90 % der Bevölkerung der Erde sind mit diesem Virus 
infiziert (Amon und Farrell 2005). Es existieren dabei zwei Subtypen von EBV, die geografisch 
verschiedentlich verteilt sind. Sie unterscheiden sich in den Genen, welche für ein in latent infizierten 
Zellen vorkommendes Protein codieren, das EBV nuclear antigen (EBNA). EBV Typ 1 ist dabei 
vorwiegend in der westlichen Hemisphäre und Südostasien zu finden, während in Afrika gleichermaßen 
Typ 1 und Typ 2 vorkommen (Odumade et al. 2011). Außerdem bestehen geografische Unterschiede 
bezüglich des Alters, in welchem die Infektion erworben wird. Die meisten Primärinfektion in den 
Industriestaaten erfolgen im Adoleszenzalter, wohingegen in Entwicklungsländern die Serokonversion 
schon im Alter von drei bis vier Jahren stattfindet und bis zur Adoleszenz nahezu die gesamte 
Bevölkerung seropositiv ist. Dies wird dem niedrigeren Hygienestandard dieser Länder zugeschrieben 
(Straus et al. 1993; Hjalgrim et al. 2007). 
Die Übertragung von EBV findet hauptsächlich durch Sekrete des Mund- und Rachenraumes statt. Bei 
Kleinkindern geschieht dies beispielsweise durch den Austausch von Speichel über Spielzeug, im 
Adoleszenz- und Erwachsenenalter hingegen steht das Küssen als Übertragungsweg im Vordergrund 
(Hoagland 1955; Odumade et al. 2011). Es besteht auch die Möglichkeit der Übertragung von EBV 
durch Blut oder Organtransplantate (Gerber et al. 1969; Hanto et al. 1981). 
Nach Eintritt von EBV in den Organismus infiziert es die Epithelzellen des Mund- und Rachenraumes 
und die B-Lymphozyten. Die Infektion der Epithelzellen führt zur Replikation und Vermehrung des 
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Virus sowie zur Lyse der infizierten Zelle. Dies wird auch als lytische Infektion bezeichnet und hat die 
Ausscheidung von EBV über den Speichel zur Folge. Dahingegen kommt es zu einer latenten Infektion 
der B-Lymphozyten. Das heißt das virale Genom verbleibt in den B-Lymphozyten und führt zu einer 
Immortalisierung der infizierten Zelle. Somit besteht eine lebenslange Persistenz von EBV mit der 
Möglichkeit von Reaktivierungen (Cohen 2000). 
Bei Kindern bleibt die EBV-Infektion meist symptomlos oder sie geht mit unspezifischen Symptomen 
einher. Im Adoleszenz- oder Erwachsenenalter führt sie jedoch häufig zum Krankheitsbild der 
infektiösen Mononukleose. Diese äußert sich durch die typische Trias aus Fieber, Pharyngitis und der 
Schwellung der zervikalen und axillären Lymphknoten. Des Weiteren kann es auch zu Lidödemen sowie 
einer Spleno- und Hepatomegalie kommen. Im Labor zeigt sich typischerweise eine Leukozytose mit 
Erhöhung der peripheren mononukleären Zellen. Die meisten Symptome der infektiösen Mononukleose 
werden der Aktivierung und Proliferation der CD8+-Zellen als Reaktion auf die Virusinfektion 
zugeschrieben (Cohen 2000; Odumade et al. 2011). 
Außerdem gibt es eine Reihe maligner Erkrankungen, welche mit einer chronischen EBV-Infektion 
assoziiert sind. So seien hier beispielsweise das Burkitt-Lymphom, das Hodgkin-Lymphom und das 
Nasopharynx-Karzinom genannt (Okano und Gross 2012). 
Eine Impfung gegen EBV steht momentan nicht zur Verfügung (Odumade et al. 2011). 
 
1.3.3 Varicella-Zoster-Virus 
Das Varicella-Zoster-Virus (VZV) ist der Erreger der Windpocken und des Herpes Zoster. Es ist ein 
weiteres Virus der Herpes-Familie und wird auch humanes Herpesvirus Typ 3 (HHV 3) genannt. Auch 
das Varicella-Zoster-Virion besitzt den Herpesviren-typischen Aufbau aus doppelsträngiger DNA, 
Nukleocapsid, Tegument und Lipidhülle mit eingelagerten Glykoproteinen (Arvin 1996). 
VZV kommt weltweit vor. In Gebieten gemäßigten Klimas infizieren sich die Kinder typischerweise in 
den ersten fünf bis zehn Lebensjahren. Dabei findet die Infektion bei fast allen Kindern statt und die 
Infektionsrate entspricht nahezu der Geburtenrate. VZV ist hingegen eine in den Tropen weniger 
verbreitete Kinderkrankheit. So liegt die Seroprävalenz unter den jungen Erwachsenen dort bei etwas 
weniger als 50 % (Ooi et al. 1992; Arvin 1996). Es besteht jedoch mittlerweile die Möglichkeit einer 
präventiven Impfung. Eine solche wurde in den USA 1995 und in Australien 2000 eingeführt. Auch in 
einigen europäischen Staaten, darunter Deutschland, ist die VZV-Impfung mittlerweile fester 
Bestandteil der Impfempfehlungen (Helmuth et al. 2015). Die Empfehlung der VZV-Impfung durch die 
Ständige Impfkommisson (STIKO) in Deutschland erfolgte im Jahre 2004 (Streng und Liese 2014). In 
einer Erhebung zu VZV-Infektionen und deren Komplikationen von April 2005 bis Mai 2009 in 
Deutschland war dabei ein Erkrankungsrückgang von 63 % zu verzeichnen sowie ein Rückgang von 
schweren Komplikationen um 81 % (Spackova et al. 2010). 
Die Übertragung des hoch kontagiösen VZV findet aerogen durch Aerosole und Tröpfchen statt. 
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Außerdem kann es durch den direkten Kontakt zu den Hauteffloreszenzen, welche bei Windpocken und 
Herpes Zoster auftreten, übertragen werden (Suzuki et al. 2003). In seltenen Fällen besteht außerdem 
die Möglichkeit der vertikalen VZV-Übertragung von der Mutter auf den Fetus (Lamont et al. 2011). 
VZV gelangt bei der Primärinfektion über die Schleimhäute der Konjunktiven und des Nasopharynx in 
den menschlichen Organismus. Neuere Ansätze gehen davon aus, dass das Virus im lymphatischen 
Gewebe des Respirationstraktes, wie beispielsweise in den Tonsillen, T-Lymphozyten und APC, 
infiziert. Diese APC transportieren dann das Virus zu den T-Lymphozyten der drainierenden 
Lymphknoten und verbreiten es somit im Körper. Die T-Lymphozyten-assoziierte Virämie transportiert 
das Virus in die Haut und führt dort zu einer Immunreaktion (Kinchington et al. 2012). Wie bei den 
anderen Herpesviren kommt es bei VZV zur Persistenz der Viren im Körper mit der Möglichkeit der 
Reaktivierung. Die Viren persistieren dabei in den sensorischen Ganglien der Nerven. Der Mechanismus 
der Persistenz ist derzeit noch nicht vollständig verstanden. Möglicherweise gelangt das Virus aus den 
Neuronen, welche die Haut innervieren, in denen VZV repliziert, via retrograden axonalen Transport in 
die sensorischen Ganglien. Eventuell transportieren aber auch zirkulierende T-Lymphozyten das Virus 
in neuronale Ganglien (Zerboni und Arvin 2011). 
Die Primärinfektion mit VZV führt nach einer Inkubationszeit von 10 bis 21 Tagen zum Krankheitsbild 
der Windpocken. Ein Prodromalstadium, das in der Regel 24 bis 48 h dauert und durch Fieber, 
Kopfschmerzen und abdominelle Schmerzen gekennzeichnet ist, besteht bei etwa der Hälfte der 
Patienten. Daraufhin entwickelt sich ein Exanthem, welches sich von Körperstamm und Gesicht in 
Richtung Extremitäten ausbreitet. Es ist durch die Entwicklung von juckenden makulopapulösen 
Hauläsionen gekennzeichnet, die sich zu Bläschen entwickeln und anschließend verkrusten. Als 
mögliche Komplikationen können beispielsweise bakterielle Superinfektionen, Varizellen-Pneumonien, 
Meningoenzephalitiden, hämorrhagische Störungen und Nephritiden auftreten (Arvin 1996). 
VZV-Infektionen in den ersten 20 Wochen der Schwangerschaft können das seltene kongenitale 
Varizellensyndrom hervorrufen. Das Neugeborene kann dabei Symptome wie Hautveränderungen, 
neurologische Störungen und Erkrankungen der Augen aufweisen (Lamont et al. 2011). Schwere 
neonatale VZV-Infektionen können entstehen, wenn die Mutter fünf Tage vor bis zwei Tage nach der 
Geburt an Varizellen erkrankt. Diese neonatalen Infektionen zeigen durch die fehlenden maternalen 
Antikörper einen besonders schweren Verlauf mit einer Mortalität zwischen 20 und 30 %. (Chapman 
1998; Wutzler und Sauerbrei 1999). 
Eine Reaktivierung des latenten VZV ist die Ursache für das Krankheitsbild des Herpes Zoster. Die 
meisten Herpes Zoster-Fälle treten nach dem 45. Lebensjahr auf und die Inzidenz nimmt dann mit 
steigenden Alter zu (Arvin 1996). Nach einem Prodromalstadium kommt es zu den typischen 
Symptomen. Diese sind ein Windpocken-ähnliches unilaterales Exanthem, welches ein bestimmtes 
Dermatom betrifft, begleitet von starken Schmerzen. Komplikationen können durch den Befall des 
Auges oder der Ohren auftreten und bis zu Erblindung und Hörverlust führen. Eine weitere 
Einleitung   22 
 




Das Masernvirus ist ein zum Genus Morbillivirus in der Familie der Paramyxoviren gehöriges Virus. 
Es ist ein Einzelstrang-RNA-Virus und besitzt eine Lipidhülle (Griffin et al. 2012). 
Das Masernvirus ist weltweit verbreitet (Rima und Duprex 2006). Vor Einführung einer Masernimpfung 
infizierten sich über 90 % der Bevölkerung bis zum 15. Lebensjahr (Schaffner et al. 1968). In den 
Entwicklungsländern sind Masernvirusinfektionen mit einer hohen Mortalität, besonders im jungen 
Kindesalter verbunden (Assaad 1983). Seit 1963 ist jedoch eine Masernimpfung verfügbar (Goodson et 
al. 2011). Weltweite Impfungen konnten dabei die Masernfälle um circa 90 % senken (Rima und Duprex 
2006). In Deutschland wurde die Masernimpfung Anfang der 70er Jahre in der BRD und der DDR 
eingeführt. Seitdem ist ein Rückgang der Masernerkrankungen zu verzeichnen, wobei die 
Durchimpfungsraten noch nicht ausreichen, um eine Maserneradikation zu erreichen (Takla et al. 2014). 
Masernviren sind hoch kontagiös und werden aerogen über infektiöse Tröpfchen oder durch direkten 
Kontakt mit infektiösen Sekreten des Nasen-Rachen-Raumes übertragen (Vries et al. 2012). Nach der 
Masernvirusinfektion repliziert das Virus im oberen Respirationstrakt, dem Epithel der Trachea und in 
der Lunge. Daraufhin infiziert es Immunzellen, wie Makrophagen und Lymphozyten. Lymphatische 
Organe wie Milz, Lymphknoten und Tonsillen sind ein wichtiger Ort der primären Replikation der 
Masernviren. Von diesen Orten kann sich das Virus im gesamten Körper ausbreiten und verschiedene 
Organe erreichen. Möglicherweise gelangt das Masernvirus über die infizierten Makrophagen und 
Lymphozyten zu diesen lymphatischen Organen (Rima und Duprex 2006). Nachdem das Virus durch 
das Immunsystem erfolgreich bekämpft wurde, hinterlässt die Masernvirusinfektion eine lebenslange 
Immunität (Bester 2016). 
Nach einer Inkubationszeit von 10 bis 14 Tagen beginnt das Krankheitsbild der Masern mit dem 
Auftreten eines Prodromalstadiums, welches durch Fieber, Husten, Schnupfen und Konjunktivitis 
gekennzeichnet sein kann. In diesem Stadium können auch die pathognomonischen Koplik-Flecken 
sichtbar sein. Dies sind auf der Wagenschleimhaut befindliche, weiße Läsionen. Nach einigen Tagen 
tritt dann ein makulopapulöses Erythem auf, das sich im Gesicht und hinter den Ohren beginnend in 
zentrifugaler Weise ausbreitet. Dieses Erythem bleibt ungefähr für drei bis fünf Tage bestehen. 
Mögliche Komplikationen der Masernvirusinfektionen können sich in Form von Pneumonie, Otitis 
media, Stomatitis, Diarrhoe oder Keratokonjunktivitis äußern. Ein Risikofaktor für das Auftreten von 
Komplikationen ist die Mangelernährung (Moss und Griffin 2012). 
Außerdem existiert eine Reihe von schweren neurologischen Komplikationen, welche sich zu 
verschiedenen Zeitpunkten nach der Masernerkrankung manifestieren. Die akut demyelinisierende 
Enzephalomyelitis beginnt fünf bis sechs Tage nach dem Auftreten des Exanthems, die Masern-
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Einschlusskörper-Enzephalitis kommt nach zwei bis sechs Monaten nach der Maserninfektion vor, und 
die subakute sklerosierende Panenzephalitis tritt durchschnittlich nach acht Jahren auf und verläuft 
immer letal (Rima und Duprex 2006). 
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2 Zielstellung 
Dem Nachweis von antigenspezifischen T-Lymphozyten kommt eine zunehmende Bedeutung für die 
Anwendung in Klinik und Forschung zu (Sadler et al. 2014; Tario, JR et al. 2015). So nehmen die 
T-Lymphozyten eine entscheidende Rolle in der spezifischen Abwehr von Infektionen und der 
Ausbildung eines immunologischen Gedächtnisses ein. Daher sind Kenntnisse über deren Häufigkeit, 
Verteilung und Funktionsvermögen wichtig, um den individuellen Immunstatus eines Patienten 
einschätzen und prognostizieren zu können (Bacher und Scheffold 2013). Des Weiteren spielen diese 
Untersuchungen für Patienten mit Defekten in der Immunglobulin-Synthese eine wichtige Rolle (Sadler 
et al. 2014). Eine mögliche Methodik, um solche antigenspezifischen T-Lymphozyten zu detektieren, 
liegt in dem Nachweis der Lymphozytenproliferation nach vorheriger antigener Stimulation. Zunächst 
war die Detektion der Lymphozytenproliferation nur unter Verwendung von Radioaktivität möglich, 
doch mittlerweile ist auch der durchflusszytometrische Nachweis durchführbar (Fulcher und Wong 
1999). Dabei existieren für unspezifische Proliferationsuntersuchungen, welche beispielsweise 
Mitogene als Stimulanzien einsetzen, detaillierte Protokolle zu deren Durchführung (Quah et al. 2007; 
Hawkins et al. 2007). Dahingegen ist die durchflusszytometrische Detektion der Proliferation nach 
antigener Stimulation nur unzureichend standardisiert und es gibt kaum systematische Studien zur 
Anwendung dieser Methode in der Immundiagnostik (Suneetha et al. 2009). Darüber hinaus gibt es 
einige Antigene, welche die Studienlandschaft diesbezüglich dominieren, so zum Beispiel CMV (Kern 
et al. 2005). Zu anderen Antigenen, wie beispielsweise dem Masernvirus, liegen hingegen 
widersprüchliche Ergebnisse vor (Wong-Chew et al. 2003; Howe et al. 2005). Ziel der vorliegenden 
Arbeit war es deshalb, die antigenspezifische Lymphozytenproliferation nach Stimulation mit 
verschiedenen Viren im Hinblick auf ihren Einsatz in der Immunfunktionsdiagnostik zu untersuchen. 
Dazu sollte zunächst ein durchflusszytometrischer Assay zur Detektion der Proliferation von B- und 
T-Lymphozyten nach unspezifischer Stimulation etabliert und validiert werden. Dieser sollte daraufhin 
in die Immundiagnostik des Instituts für Klinische Immunologie der Universität Leipzig überführt 
werden und damit die bisherige Methodik des LTT ablösen. Gleichzeitig stellte dieser Assay die 
grundlegende Methodik für nachfolgende Versuche dar. 
Im nächsten Schritt sollte untersucht werden, ob nach Kultivierung und unspezifischer Stimulierung der 
Lymphozyten eine detaillierte Unterscheidung der Lymphozytensubpopulationen, wie in naive und 
Gedächtniszellen, über Oberflächen- bzw. intrazelluläre Moleküle möglich ist. Diese Differenzierung 
sollte für zukünftige Versuche der vorliegenden Arbeit übernommen werden. Ziel war es Aussagen 
darüber treffen zu können, welche der Zellpopulationen auf die Stimulierung reagieren und zu 
proliferieren beginnen bzw. ob es eine die Proliferation dominierende Zellpopulation gibt. 
Den Hauptteil der Untersuchungen stellte, unter Verwendung der modifizierten Methodik des zuvor 
etablierten unspezifischen Proliferationsassays, die antigenspezifische Analyse der 
Lymphozytenproliferation dar. Dabei war das Ziel, die Möglichkeit des Einsatzes dieser Methodik in 
der Immunfunktionsdiagnostik zu beurteilen.  
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Dafür sollte zunächst das Herpesvirus CMV verwendet werden. Es sollte untersucht werden, ob eine 
Proliferationsantwort der Lymphozyten nach CMV-Stimulation detektierbar ist und wenn ja, ob diese 
eine Unterscheidung zwischen Probanden, welche seropositiv bzw. seronegativ für CMV sind, zulässt. 
Dabei sollten neben den T-Lymphozyten und ihren Subpopulationen auch B-Lymphozyten und NK-
Zellen untersucht werden, da über deren antigeninduzierte Proliferation in bisherigen Studien kaum 
Aussagen zu finden sind. Außerdem sollte untersucht werden, ob die Proliferationsantwort der B- bzw. 
T-Lymphozyten, sofern vorhanden, mit der serologischen IgG-Bestimmung gegen CMV bzw. mit der 
Zytokinproduktion der T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation korreliert.  
Weiterhin sollte analysiert werden, ob sich die für die CMV-Stimulation gewonnenen Erkenntnisse auch 
auf die Stimulation mit anderen Herpesviren (EBV und VZV) übertragen lassen. 
Schließlich sollten die Untersuchungen der Proliferation auch für ein Virus, welches nicht zur Familie 
der Herpesviren zählt, durchgeführt werden. Es wurde dazu das zur Gruppe der Paramyxoviren 
gehörende Masernvirus gewählt. 
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3 Material und Methoden 
3.1 Probanden 
Für die Untersuchungen der vorliegenden Arbeit wurden Mitarbeiter des Instituts für Klinische 
Immunologie der Universität Leipzig akquiriert. Die Blutentnahme erfolgte nach umfassender ärztlicher 
Aufklärung und Einwilligung der Probanden. Diese Studie wurde von der Ethikkommission der 
Universität Leipzig genehmigt (Votum: 092/2002). 
Bei einer an einem Louis-Bar-Syndrom leidenden 15-jährigen Patientin wurde die Proliferationsantwort 
der Lymphozyten nach unspezifischer Stimulation untersucht. Dabei handelte es sich um eine reguläre 




Für die Untersuchung der Lymphozytenproliferation wurde jedem Probanden 15 ml Blut in 
Heparinmonovetten durch Venenpunktion entnommen. Probanden, denen Blut für die 
antigenspezifische Stimulation der Lymphozyten entnommen wurde, wurden zusätzlich jeweils 7 ml 
Blut in Serummonovetten ebenfalls durch Venenpunktion entnommen. Das Heparinblut wurde sofort 
nach Abnahme für die weitere Analyse verarbeitet. Die Serummonovetten wurden nach Abnahme 
zentrifugiert, das Serum abgenommen und bei -80 °C bis zur Weiterverarbeitung tiefgefroren. 
 
3.3 Labormethoden 
Die im Folgenden verwendeten Geräte und Reagenzien sind im Anhang in den Tabellen 7 und 8 





ggf. Zellfärbung mit VPD 450 (3.3.3) 
↓ 
Zellstimulation und -kultivierung (3.3.4) 
↓ 
Immunphänotypisierung (3.3.5) 
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3.3.1 Zellisolation 
Für die Isolation der Lymphozyten aus Vollblut wurde das Prinzip der Dichtezentrifugation angewendet. 
Dazu wurde in einem Einwegröhrchen Ficoll vorsichtig mit verdünntem heparinisiertem Vollblut 
überschichtet und anschließend zentrifugiert. Ficoll besitzt mit 1,077 g/ml eine höhere Dichte als 
Lymphozyten, Monozyten und Thrombozyten, aber eine geringere Dichte als Erythrozyten und 
Granulozyten. Nach der Zentrifugation stellen sich somit verschiedene Phasen, entsprechend ihrer 
Dichte getrennt, dar. Am Boden des Einwegröhrchens befindet sich ein Pellet aus Erythrozyten und 
Granulozyten, darauf folgend die Ficollschicht und anschließend eine Interphase aus Monozyten und 
Lymphozyten, welche sich als weißer Ring darstellt. Darüber ist nun noch eine Phase aus Plasma und 
Thrombozyten befindlich, siehe Abb. 1. 
Der Lymphozytenring wurde vorsichtig mithilfe einer Serumpipette abgesaugt und nach mehrmaligem 
Waschen, zum Entfernen von Ficollresten, weiterverwendet. 
 
Abb. 1: Schematische Darstellung der Dichtezentrifugation mittels Ficoll. Gezeigt sind die verschiedenen Phasen, welche sich 
nach Zentrifugation des mit Vollblut überschichteten Ficolls ergeben. 
 
Durchführung: 
Alle Arbeitsschritte, mit Ausnahme von Zentrifugation und Zellzählung, wurden an der Klasse-II-
Sicherheitswerkbank durchgeführt. 
• Heparinblut mit steriler phosphatgepufferter Salzlösung (PBS) 1:1 verdünnen 
• 3 ml Ficoll in 15 ml Einwegröhrchen vorlegen 
• Ficoll langsam (ohne Vermischung) mit verdünntem Heparinblut überschichten 
• Zentrifugation 800 x g, 20 min, Anlauf 1, Bremse 1, Raumtemperatur (RT) 
• Lymphozytenring zwischen Plasmaphase und Ficollphase mittels Serumpipette absaugen und in 
15 ml Einwegröhrchen überführen 
• Einwegröhrchen auf 15 ml mit sterilem PBS auffüllen 
• Zentrifugation 600 x g, 10 min, Anlauf 6, Bremse 6, RT 
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• Einwegröhrchen mit sterilem PBS auf 10 ml auffüllen 
• Zentrifugation 400 x g, 10 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• Einwegröhrchen dekantieren und Zellen in sterilem PBS aufnehmen (Zellsuspension) 
 
3.3.2 Zellzahlbestimmung 
Zur Bestimmung der Anzahl der separierten Zellen wurde ein Teil der zuvor präparierten Zellsuspension 
zunächst mit Trypanblau gefärbt. Trypanblau ist ein saurer Farbstoff, welcher durch Zellmembranen 
von toten Zellen ins Zellinnere gelangt, da deren Membranpermeabilität erhöht ist. Im Zellinneren 
bindet Trypanblau unspezifisch an Proteine und färbt die Zelle somit blau. So gelingt die 
Unterscheidung zwischen ungefärbten lebenden Zellen und blauen, bereits toten Zellen. 
Die Zellzahl wurde nun manuell mithilfe einer Neubauer-Zählkammer bestimmt. Die Neubauer-
Zählkammer besteht aus einer Glasplatte mit drei Stegen. Die zwei äußeren Stege sind dabei 0,1 mm 
höher als der mittlere Steg. Somit hat die Neubauerzählkammer eine Tiefe von 0,1 mm. Des Weiteren 
befinden sich auf dem mittleren Steg zweimal vier Großquadrate mit jeweils einer Fläche von 1 mm². 
Diese Großquadrate sind wiederum in jeweils 16 Kleinquadrate unterteilt, siehe Abb. 2.  
Die mit Trypanblau verdünnte Zellsuspension wird nun auf die Neubauer-Zählkammer gegeben und bei 
zehnfacher Vergrößerung mikroskopiert. Um die Zellzahl zu bestimmen, wird die Anzahl der 
ungefärbten Zellen in 16 Kleinquadraten gezählt. Dabei werden in jedem der vier Großquadrate vier 
Kleinquadrate in diagonaler Richtung ausgezählt, wobei die sich auf der linken und auf der unteren 
Begrenzungslinie des Kleinquadrates befindlichen Zellen mitgezählt werden. 

















Zählquadrate sind auf dem
Mittelsteg eingeätzt




Abb. 2: Schematische Darstellung des Aufbaus einer Neubauerzählkammer (entnommen aus dem Praktikumsskript des 
Instituts für Klinische Immunologie der Universität Leipzig). 
 
3.3.3 Zellfärbung mit VPD 450 
Die separierten Lymphozyten, deren Proliferationsverhalten untersucht werden sollte, wurden dann mit 
dem Farbstoff Violet Proliferation Dye (VPD) 450 gefärbt. Dieser nichtfluoreszierende Farbstoff 
diffundiert passiv durch die Zellwand. Im Zellinneren wird er in viablen Zellen durch Esterase-Spaltung 
hochfluoreszent und bindet kovalent an die Aminogruppen der dortigen Proteine. 
Bei der Teilung der Zellen wird circa die Hälfte der Fluoreszenzintensität an die Tochterzellen 
weitergegeben. Somit ist über die Messung der emittierten Fluoreszenzintensität eine Bestimmung der 
neu entstandenen Zellen möglich. Bei der späteren Messung am Durchflusszytometer wird VPD 450 
durch den violetten Laser mit einer Wellenlänge von 405 nm angeregt, und emittiert daraufhin am 
stärksten Licht mit einer Wellenlänge von 450 nm, daher der Name VPD 450. 
Durchführung: 
Alle Arbeitsschritte, mit Ausnahme von Zentrifugation, Zellzählung und Inkubation im Wasserbad, 
wurden an der Klasse-II-Sicherheitswerkbank durchgeführt. 
• Einstellung der Zellzahl auf 1 x 107 Zellen / ml PBS 
• 1 ml Zellsuspension in 15 ml Einwegröhrchen geben, Zugabe von 1 µl 1 mM VPD 450-
Stocklösung (Finalkonzentration 1 µM VPD 450) 
• 10 - 15 min bei 37 °C im Wasserbad inkubieren 
• Einwegröhrchen auf 10 ml mit PBS auffüllen  
• Zentrifugation 400 x g, 8 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• Einwegröhrchen dekantieren und Zellen in vorgewärmten RPMI 10 % FKS 1 % 
Penicillin/Streptomycin (Pen/Strep) resuspendieren 
• Einwegröhrchen mit RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep auf 10 ml auffüllen  
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• Zentrifugation 400 x g, 8 min, Anlauf 9, Bremse 9 
• Röhrchen dekantieren und Zellen in 5 ml RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep resuspendieren 
 
3.3.4 Zellstimulation und -kultivierung 
Im nächsten Schritt wurden die Zellen mit verschiedenen Stimulanzien stimuliert. Anschließend wurden 
die Zellen kultiviert. 
 
3.3.4.1 VPD-450-Test  
Die mit VPD 450 gefärbten Zellen wurden im Rahmen des VPD-450-Tests im nächsten Schritt 
unspezifisch stimuliert. Zur Stimulation der T-Lymphozyten wurde das Mitogen PHA verwendet, sowie 
monoklonale Antikörper gegen die Oberflächenmoleküle CD3 und CD28 (anti-CD3/28) der 
T-Lymphozyten. 
Die Stimulation der B-Zellen erfolgte mit MegaCD40L (MCD40L), einem trimeren CD40 Ligand, der 
an den Oberflächenrezeptor CD40 der B-Lymphozyten bindet sowie mit R-848, einem Ligand für die 
Toll-like-Rezeptoren 7 und 8. 
Es wurden außerdem unstimulierte Zellen als Negativkontrolle (Leerwert) mitgeführt. 
Die Zellen wurden anschließend auf einer Platte mit 48 Vertiefungen, laborüblich als Well bezeichnet 
(48-Well-Platte), für 48 h bzw. für 72 h im Brutschrank bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. 
Durchführung: 
Alle Arbeitsschritte, mit Ausnahme der Zellzählung, wurden an der Klasse-II-Sicherheitswerkbank 
durchgeführt. 
• Zellzahl bestimmen und Einstellung der Zellzahl auf 1 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % 
Pen/Strep  
• Pipettierschema (siehe Abb. 3) erstellen und Deckel einer 48-Well-Platte beschriften 
• Stimulanzien laut Pipettierschema (siehe Abb. 3) vorlegen:  
Leerwert (LW): 25 µl RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep 
PHA: 25 µl PHA-Arbeitslösung 
anti-CD3/28: 50 µl anti-CD3/28-Arbeitslösung 
R-848/MCD40L: 25 µl R-848-Arbeitslösung, 25 µl MCD40L-Arbeitslösung 
• 500 µl der eingestellten Zellsuspension (1 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep) pro 
Well zugeben 
• 48-Well-Platte inkl. Deckel bei 37 °C, 5 % CO2 für 48 h bzw. 72 h inkubieren 
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Position 1 2 3 4 5 6 7 8 
A  48 h  72 h     
B  LW  LW     
C  PHA  PHA     







    
F         
Abb. 3: Pipettierschema für die unspezifische Stimulation der Lymphozyten im Rahmen des VPD-450-Tests. 
 
3.3.4.2 B- und T-Lymphozytensubpopulationen 
Zur Untersuchung der Lymphozytensubpopulationen von B- und T-Lymphozyten wurden die mit 
VPD 450 gefärbten Zellen jeweils mit anti-CD3/28 und mit R-848/MCD40L stimuliert. Unstimulierte 
Zellen dienten als Negativkontrolle (LW). Die Ansätze wurden dreifach angesetzt, um später die 
Subpopulationen der B-Lymphozyten und der T-Lymphozyten sowie die regulatorischen 
T-Lymphozyten separat untersuchen zu können. Als Inkubationszeiten wurden 24 h, 48 h und 72 h 
gewählt, um die Veränderung der Lymphozytensubpopulationen nach Stimulation täglich verfolgen zu 
können. Die Kultivierung erfolgte auf einer 48-Well-Platte. 
Durchführung: 
Alle Arbeitsschritte, mit Ausnahme der Zellzählung, wurden an der Klasse-II-Sicherheitswerkbank 
durchgeführt. 
• Zellzahl bestimmen und Einstellung der Zellzahl auf 1 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % 
Pen/Strep  
• Pipettierschema (siehe Abb. 4) erstellen und Deckel einer 48-Well-Platte beschriften 
• Stimulanzien laut Pipettierschema (siehe Abb. 4) vorlegen: 
LW: 25 µl RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep 
anti-CD3/28: 50 µl anti-CD3/28-Arbeitslösung 
R-848/MCD40L: 25 µl R-848-Arbeitslösung, 25 µl MCD40L-Arbeitslösung 
• 500 µl der eingestellten Zellsuspension (1 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep) pro 
Well zugeben 
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Abb. 4: Pipettierschema für die unspezifische Stimulation der Lymphozyten zur Untersuchung der 
Lymphozytensubpopulationen. 
 
3.3.4.3 Antigenspezifische Lymphozytenproliferation 
Zur Untersuchung der antigenspezifischen Lymphozytenproliferation wurden die mit VPD 450 
gefärbten Zellen jeweils mit einem Peptidmix von CMV und EBV sowie mit nativem Antigen von VZV 
und Masernvirus stimuliert. Diese Stimulation mit Peptidmix bzw. nativem Antigen wird im weiteren 
Verlauf der vorliegenden Arbeit vereinfacht nur noch als CMV-, EBV-, VZV- und Masernvirus-
Stimulation bezeichnet. Die Endkonzentration der Stimulanzien betrug 1 µg/ml. Diese Konzentration 
wurde anhand von Literatur (Jilek et al. 2008; Suneetha et al. 2009; Almehmadi et al. 2014; Sadler et al. 
2014) sowie einem Vorversuch mit CMV-Peptidmix ausgewählt. 
Auch hier wurden unstimulierte Zellen als Negativkontrolle (LW) mitgeführt sowie anti-CD3/28-
stimulierte Zellen als Positivkontrolle (PC). 
Die Literaturrecherche zeigte weiterhin, dass nach einer Inkubationszeit von 72 h, wie bei der 
unspezifischen Stimulation verwendet, vermutlich noch keine Proliferationsantwort zu detektieren ist. 
Stattdessen sind Inkubationszeiten von 5 d bis 7 d notwendig (Jilek et al. 2008; Suneetha et al. 2009; 
Almehmadi et al. 2014; Sadler et al. 2014). Ein Vorversuch mit CMV-Peptidmix und EBV-Peptidmix 
bestätigte, dass nach 72 h Inkubation nur eine sehr geringe (CMV) bis keine (EBV) 
Proliferationsantwort zu verzeichnen war. Erst nach 5 d Inkubation zeigte sich eine messbare 
Proliferation der Lymphozyten, welche nach 7 d weiter anstieg. Jedoch war nach 7 d Inkubation, im 
Vergleich zu 5 d Inkubation, auch die unspezifische Proliferation der Lymphozyten in der 
Negativkontrolle wesentlich höher. Es wurde daraufhin eine Untersuchung der Proliferation sowohl 
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nach einer Inkubation von 5 d als auch nach 7 d ausgewählt. 
Die Stimulation und Kultivierung der Zellen erfolgte auf einer 48-Well-Platte. 
Durchführung: 
Alle Arbeitsschritte, mit Ausnahme der Zellzählung, wurden an der Klasse-II-Sicherheitswerkbank 
durchgeführt. 
• Zellzahl bestimmen und Einstellung der Zellzahl auf 2 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % 
Pen/Strep  
• Pipettierschema (siehe Abb. 5) erstellen und Deckel einer 48-Well-Platte beschriften 
• Stimulanzien laut Pipettierschema (siehe Abb. 5) vorlegen:  
LW: 25 µl RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep 
CMV: 100 µl CMV-Peptidmix 
EBV: 100 µl EBV-Peptidmix 
Masernvirus: 25 µl Antigen-Arbeitslösung 
VZV: 25 µl Antigen-Arbeitslösung 
anti-CD3/28: 50 µl anti-CD3/28-Arbeitslösung 
• 250 µl der eingestellten Zellsuspension (2 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep) pro 
Well zugeben 
• Wells mit RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep auf 500 µl auffüllen 
• 48-Well-Platte inkl. Deckel bei 37 °C, 5 % CO2 für 5 d bzw. 7 d inkubieren 
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Abb. 5: Pipettierschema für die antigenspezifische Stimulation der Lymphozyten. 
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3.3.4.4 Intrazelluläre Zytokinmessung 
Für die Messung der intrazellulären Zytokinproduktion wurden die, wie unter Kapitel 3.3.1 beschrieben, 
isolierten Lymphozyten jeweils mit CMV-Peptidmix, EBV-Peptidmix sowie mit nativem Antigen von 
VZV und Masernvirus stimuliert. Die Endkonzentration dieser Stimulanzien betrug, wie schon bei den 
antigenspezifischen Proliferationsuntersuchungen 1 µg/ml. Es wurde weiterhin eine unstimulierte Probe 
als Negativkontrolle (LW) sowie eine Positivkontrolle (PC) mitgeführt. Die Stimulation der 
Positivkontrolle erfolgte mit dem unspezifischen Mitogen PMA (Phorbol-12-Myristat-13-Acetat) sowie 
der Calcium-Ionophore Ionomycin. 
Die Zellen wurden dann für 2 h inkubiert und es folgte die Zugabe von Monensin. Monensin hemmt den 
Golgi-Apparat und somit den intrazellulären Transport der gebildeten Zytokine. Die dadurch 
entstehende Akkumulation der Zytokine in den einzelnen Zellen ermöglicht die spätere intrazelluläre 
Detektion dieser. 
Es folgte eine weitere Inkubation von 4 h, danach wurde die Reaktion bei 2 - 8 °C abgestoppt. Die 
Lagerung der Zellen bis zur Weiterverarbeitung erfolgte über Nacht im Kühlschrank bei 2 - 8 °C. 
Durchführung: 
• Zellzahl bestimmen und Einstellung der Zellzahl auf 8 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % 
Pen/Strep  
• 12 x 75 mm Polystyrol-Röhrchen (PS-Röhrchen) beschriften 
• Stimulanzien in PS-Röhrchen vorlegen: 
LW: 25 µl RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep 
CMV: 100 µl CMV-Peptidmix 
EBV: 100 µl EBV-Peptidmix 
Masern: 25 µl Antigen-Arbeitslösung 
VZV: 25 µl Antigen-Arbeitslösung 
PC: 5 µl PMA-Arbeitslösung, 7,5 µl Ionomycin-Arbeitslösung 
• 250 µl der eingestellten Zellsuspension (8 x 106 Zellen / ml RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep) in 
jedes PS-Röhrchen pipettieren 
• PS-Röhrchen mit RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep auf 500 µl auffüllen und vortexen 
• Inkubation 2 h bei 37 °C, 5 % CO2  
• 5 µl Monensin-Arbeitslösung in jedes PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
• Inkubation 4 h bei 37 °C, 5 % CO2  
• Reaktion bei 2 - 8 °C abstoppen 
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3.3.5 Immunphänotypisierung 
Nach der jeweiligen Inkubationszeit wurden die Zellen mit fluoreszenzgekoppelten Antikörpern gefärbt. 
Diese Antikörper binden an Oberflächenmoleküle oder an intrazelluläre Moleküle der Zelle und 




Nach 48 h bzw. 72 h Inkubation wurden die Zellen aus der 48-Well-Platte entnommen und im Rahmen 
des VPD-450-Tests mit Antikörpern gegen die Oberflächenmoleküle CD45, CD19 und CD3 gefärbt. 
Anhand der jeweiligen Expression dieser Oberflächenmoleküle wurden die Zellen in B-Lymphozyten 
(CD45+CD19+CD3-) und T-Lymphozyten (CD45+CD19-CD3+) unterschieden. 
Des Weiteren wurden die Zellen mit dem Nukleinsäurefarbstoff 7-Aminoactinomycin D (7-AAD) 
gefärbt, welcher die Differenzierung zwischen lebendigen und toten Zellen erlaubt. Da 7-AAD nur 
durch bereits beschädigte Zellmembranen ins Zellinnere gelangt, wird auch nur die DNA dieser Zellen 
angefärbt. Viable Zellen sind somit 7-AAD-negativ. 
Durchführung: 
• PS-Röhrchen beschriften 
• Zellsuspension von Well in PS-Röhrchen überführen  
• Well anschließend mit PBS 2 mM EDTA spülen und ebenfalls in PS-Röhrchen überführen 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT  
• PS-Röhrchen dekantieren 
• 10 µl CD45/CD19/CD3-Antikörpergemisch (vortexen) in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 15 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen  
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren  
• 10 µl 7-AAD zupipettieren und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 15 min, RT 
• 300 µl PBS 2 mM EDTA in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
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3.3.5.2 B- und T-Lymphozytensubpopulationen 
Die Zellen zur Untersuchung der B-Lymphozytensubpopulationen wurden sowohl direkt nach der 
Zellpräparation, als auch nach 24 h, 48 h und 72 h Inkubation mit Antiköpern gegen die 
Oberflächenmoleküle CD45, CD19, CD27, IgD und IgM gefärbt. Anhand dieser Oberflächenmoleküle 
wurden die Zellen in B-Lymphozyten (CD45+CD19+), naive B-Lymphozyten (CD45+CD19+CD27-
IgD+), Gedächtnis-B-Lymphozyten (CD45+CD19+CD27+) sowie weiter in klassengewechselte 
(CD45+CD19+CD27+IgM-IgD-) und nicht klassengewechselte (CD45+CD19+CD27+IgM+IgD+) 
Gedächtnis-B-Lymphozyten differenziert. 
Bei den Zellen für die Analyse der T-Lymphozytensubpopulationen folgte direkt nach deren Präparation 
sowie nach 24 h, 48 h und 72 h Inkubation eine Färbung mit Antikörpern gegen die 
Oberflächenmoleküle CD45, CD3, CD4, CD8, CD45RA und CCR7. Mit diesen erfolgte die 
Unterscheidung von T-Lymphozyten (CD45+CD3+), CD4+-Zellen (CD45+CD3+CD4+CD8-) und CD8+-
Zellen (CD45+CD3+CD4-CD8+). Sowohl die CD4+-Zellen als auch die CD8+-Zellen wurden weiter in 
naive Zellen (CD45RA+CCR7+), Effektorzellen (CD45RA+CCR7-), zentrale Gedächtniszellen 
(CD45RA-CCR7+) und Effektor-Gedächtniszellen (CD45RA-CCR7-) differenziert. 
Durchführung: 
• frisch präparierte Zellen: 
▪ PS-Röhrchen beschriften 
▪ 500 µl VPD 450 gefärbte Zellsuspension in PS-Röhrchen überführen 
nach Kultivierung der Zellen: 
▪ PS-Röhrchen beschriften 
▪ Zellsuspension von Well in PS-Röhrchen überführen  
▪ Well anschließend mit PBS 2 mM EDTA spülen und ebenfalls in PS-Röhrchen überführen 
▪ PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
▪ Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
▪ PS-Röhrchen dekantieren und mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
▪ Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT  
▪ PS-Röhrchen dekantieren 
• B-Lymphozytensubpopulationen: 
35 µl CD45/CD19/CD27/IgD/IgM-Antikörpergemisch (vortexen) in PS-Röhrchen pipettieren und 
vortexen 
T-Lymphozytensubpopulationen: 
27,5 µl CD45/CD3/CD4/CD8/CD45RA/CCR7-Antikörpergemisch (vortexen) in PS-Röhrchen 
pipettieren und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 15 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen  
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• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren  
• 300 µl PBS 2 mM EDTA in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
 
3.3.5.3 Regulatorische T-Lymphozyten 
Auch hier wurden die Zellen zur Untersuchung der regulatorischen T-Lymphozyten direkt nach der 
Präparation sowie nach 24 h, 48 h und 72 h Inkubation mit Antikörpern gefärbt. Dabei wurden 
Antikörper gegen die Oberflächenmoleküle CD45, CD3, CD4, CD25 und CD127 verwendet. Des 
Weiteren wurden die Zellen mit Antikörpern gegen den intrazellulären Marker FoxP3 gefärbt. Dafür 
wurde die Membran der Zellen vorher permeabilisiert. 
CD45, CD3, und CD4 wurden zur Detektion der T-Helferzellen (CD45+CD3+CD4+) genutzt. Als 
regulatorische T-Lymphozyten wurden diejenigen Zellen definiert, die eine hohe CD25-Expression, 
eine niedrige, aber nicht keine CD127-Expression sowie eine hohe FoxP3-Expression zeigten 
(CD25+CD127lowFoxP3high). 
Durchführung: 
• frisch präparierte Zellen: 
▪ PS-Röhrchen beschriften 
▪ 500 µl VPD 450 gefärbte Zellsuspension in PS-Röhrchen überführen 
nach Kultivierung der Zellen: 
▪ PS-Röhrchen beschriften 
▪ Zellsuspension von Well in PS-Röhrchen überführen  
▪ Well anschließend mit PBS 2 mM EDTA spülen und ebenfalls in PS-Röhrchen überführen 
▪ PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
▪ Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
▪ PS-Röhrchen dekantieren und mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
▪ Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT  
▪ PS-Röhrchen dekantieren 
• 25 µl CD45/CD3/CD4/CD25/CD127-Antikörpergemisch (vortexen) in PS-Röhrchen pipettieren 
und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 20 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen  
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren  
• 2 ml Puffer A zugeben 
• Inkubation im Dunkeln 10 min, RT 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
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• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen  
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren  
• 500 µl Puffer C zugeben 
• Inkubation im Dunkeln 30 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• 10 µl FoxP3 zugeben 
• Inkubation im Dunkeln 30 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• 300 µl PBS 2 mM EDTA in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
 
3.3.5.4 Antigenspezifische Lymphozytenproliferation 
Die Zellen wurden nach 5 d bzw. 7 d Zellkultur mit Antikörpern gegen die Oberflächenmoleküle CD45, 
CD19, CD3, CD4 und CD8 gefärbt. Diese Färbung erlaubte eine Unterscheidung von NK-Zellen 
(CD45+CD3-CD19-), B-Lymphozyten (CD45+CD19+CD3-) und T-Lymphozyten (CD45+CD19-CD3+) 
sowie die weitere Unterteilung Letzterer in CD4+-Zellen (CD45+CD3+CD4+CD8-) und CD8+-Zellen 
(CD45+CD3+CD4-CD8+). 
Wie schon bei der unspezifischen Proliferationsanalyse wurden auch hier die Zellen zusätzlich mit 
7-AAD gefärbt, um die lebenden von den bereits toten Zellen diskriminieren zu können. 
Durchführung: 
• PS-Röhrchen beschriften 
• Zellsuspension von Well in PS-Röhrchen überführen  
• Well anschließend mit PBS 2 mM EDTA spülen und ebenfalls in PS-Röhrchen überführen 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
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• PS-Röhrchen dekantieren und mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT  
• PS-Röhrchen dekantieren 
• 17,5 µl CD45/CD19/CD3/CD4/CD8-Antikörpergemisch (vortexen) in PS-Röhrchen pipettieren 
und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 15 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 2,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen  
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren  
• 10 µl 7-AAD zupipettieren und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 15 min, RT 
• 300 µl PBS 2 mM EDTA in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
 
3.3.5.5 Intrazelluläre Zytokinmessung 
Die Zellen für die Messung der intrazellulären Zytokinproduktion wurden nach ihrer nächtlichen 
Lagerung im Kühlschrank am nächsten Tag weiterverarbeitet. Zunächst wurde die Membran der Zellen 
permeabilisiert, um so die intrazellulär akkumulierten Zytokine den Antikörpern zugänglich zu machen. 
Danach folgte die Färbung mit Antikörpern gegen die Oberflächenantigene CD3, CD4 und CD8 sowie 
gegen die Zytokine TNF-α, IFN-γ, IL-2 und IL-4. Es wurde so der Nachweis der Zytokinproduktion von 
T-Lymphozyten (CD3+), CD4+-Zellen (CD3+CD4+CD8-) sowie CD8+-Zellen (CD3+CD4-CD8+) 
möglich. 
Durchführung: 
• 1 ml PBS 2 mM EDTA in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
• Inkubation 15 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 1,5 ml PBS 2 mM EDTA auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• 500 µl Permeabilisierungspuffer in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 10 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 3 ml Waschpuffer auffüllen 
• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• 35 µl CD3/CD4/CD8/TNF-α/IFN-γ/IL-2/IL-4-Antikörpergemisch (vortexen) in PS-Röhrchen 
pipettieren und vortexen 
• Inkubation im Dunkeln 30 min, RT 
• PS-Röhrchen mit 3 ml Waschpuffer auffüllen 
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• Zentrifugation 500 x g, 5 min, Anlauf 9, Bremse 9, RT 
• PS-Röhrchen dekantieren und Pellet vortexen 
• 200 µl Fixierpuffer in PS-Röhrchen pipettieren und vortexen 
 
3.4 Messung am Durchflusszytometer 
Die mit Antikörpern gefärbten Zellen wurden dann mithilfe eines Durchflusszytometers untersucht. Das 
Prinzip der Durchflusszytometrie beruht auf der Detektion von emittiertem Licht. 
Die durch ein Flüssigkeitssystem transportierten und vereinzelten Zellen passieren im Gerät einen 
Laserstrahl, durch dessen Streuung Größe und Granularität der Zelle bestimmt wird. Dabei ermöglicht 
das Vorwärtsstreulicht (FSC), das heißt jenes Licht, welches in Richtung des Laserstrahls gestreut wird, 
Aussagen über die Zellgröße. Das Seitwärtsstreulicht (SSC), welches im 90 ° Winkel zum Laserstrahl 
gestreut wird, ermöglicht Aussagen über die Zellgranularität. 
Des Weiteren wird durch die Bindung der fluoreszenzmarkierten Antikörper an Oberflächenmoleküle 
oder intrazelluläre Moleküle der Zellen eine weitere Spezifizierung der Zelleigenschaften 
vorgenommen. Hierbei wird der Fluoreszenzfarbstoff der Antikörper durch den auftreffenden 
Laserstrahl angeregt, wodurch dieser Licht einer bestimmten Wellenlänge emittiert. Das Zytometer 
detektiert nun dieses emittierte Fluoreszenzlicht (FL) und ordnet es der jeweiligen Zelle zu. Dabei ist 
das Fluoreszenzsignal der Zelle umso größer, je mehr fluoreszenzmarkierte Antikörper diese gebunden 
hat. Der schematische Aufbau eines Durchflusszytometers ist in Abb. 6 dargestellt. 
Für die durchflusszytometrischen Messungen der vorliegenden Arbeit stand mir ein FACSCanto II mit 
drei Lasern zur Verfügung, welcher die Analyse von acht Fluoreszenzparametern ermöglichte. 
Des Weiteren wurde die Kompensation jeder Messung überprüft. Bei der Kompensation werden 
spektrale Überschneidungen der emittierten Wellenlängen untereinander minimiert, um so deutlichere 
Signale zu erhalten. Das FACSCanto II nimmt dies über einen automatisierten Algorithmus, Software-
gestützt vor. 
 
Abb. 6: Schematischer Aufbau eines Durchflusszytometers.  
(http://www.uni-salzburg.at/fileadmin/oracle_file_imports/2081233.PDF) 
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3.5 Auswertung der Messdaten 
Nach abgeschlossener Messung wurden die Daten in der Gerätesoftware FACSDiva ausgewertet. Das 
Gerät detektiert die Fluoreszenzsignale als einzelne „events“, welche dann in Form von Punktewolken 
in zweidimensionalen Diagrammen, den sogenannten Dot-Plot-Diagrammen dargestellt werden. Auf 
den Achsen dieser Diagramme wurden die gewünschten Fluoreszensignale der Antikörper bzw. FSC 
und SSC gegeneinander aufgetragen. Für die Abgrenzung der interessierenden Punktewolken wurden 
sogenannte „Gates“ genutzt, welche die Wolke umschließen. Nach dem Setzen des Gates wurde die 
Anzahl der events sowie der prozentuale Anteil dieser ersichtlich. 
Als Proliferationsrate wurde der prozentuale Anteil der neu entstandenen Tochterzellen einer 
Zellpopulation, bezogen auf die Gesamtzellzahl der jeweiligen Zellpopulation, definiert. 
Die Leerwert-korrigierte-Proliferationsrate (Lwk-Proliferationsrate) wurde durch die Subtraktion der 
Proliferationsrate der unstimulierten Zellpopulation (Leerwert) von der Proliferationsrate der 
stimulierten Zellpopulation, erhalten. Ergab sich dabei ein negativer Wert der Lwk-Proliferationsrate, 
wurde diese mit dem Wert null betrachtet. Auch die Lwk-Proliferationsrate wurde in Prozent angegeben. 
Die Zytokin-produzierenden Zellen einer Zellpopulation wurden als Anteil der Gesamtzellzahl der 
jeweiligen Zellpopulation in Prozent angegeben und in gleicher Art Leerwert-korrigiert. 
 
3.6 Validierung des VPD-450-Tests 
Der internationale Standard DIN EN ISO 15189 sieht bestimmte Anforderungen für die Qualität und 
Kompetenz von medizinischen Laboratorien vor. Nach diesen Anforderungen wurde die 
Reproduzierbarkeit des VPD-450-Tests anhand eines Intra- sowie eines Interassayvergleiches überprüft. 
Bei dem Intraassay wurde eine Probe, wie unter Kapitel 3.3 beschrieben, fünfmal kultiviert. Nach 72 h 
Inkubationszeit folgte die Messung und Auswertung der fünf Ansätze. 
Für den Interassay wurde ein und dieselbe Probe an fünf unterschiedlichen Tagen kultiviert (siehe 
Kapitel 3.3) sowie nach vergangener Inkubation gemessen und ausgewertet. 
 
3.7 Serologische IgG-Bestimmung 
Die serologische Bestimmung von IgG gegen CMV, EBV, VZV und Masernvirus wurde vom Institut 
für Virologie der Universität Leipzig durchgeführt. Dabei kamen die in Tabelle 1 aufgeführten 
Routinetests zur Anwendung. 
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Tabelle 1: Methodenbezeichnungen der virologischen Routinetests zur serologischen IgG-Bestimmung gegen CMV, EBV, 
VZV und Masernvirus. 
Antikörper Firma Gerät Methode 
CMV-IgG Abbott Architect 
Chemilumineszenz 
Mikropartikelimmunoassay 
EBNA-1-IgG Euroimmun Euroimmun-Analyzer ELISA 
VZV-IgG Euroimmun Euroimmun-Analyzer ELISA 




Die statistische Auswertung der Daten erfolgte mit SigmaPlot 11.0 für Windows (Systat Software) und 
MedCalc 17.0.4 (MedCalc Software). 
Für die Proliferationsraten und Lwk-Proliferationsraten sowie für den Anteil der Zytokin-
produzierenden Zellen wurde der Mittelwert und die Standardabweichung berechnet und angegeben. 
Zum Vergleich zweier abhängiger Gruppen wurde bei Normalverteilung dieser ein t-Test für 
Paardifferenzen durchgeführt, bei Verletzung der Normalverteilungsvoraussetzung ein Wilcoxon-Test. 
Der Vergleich zweier unabhängiger Gruppen wurde bei Normalverteilung mit einem t-Test für 
unabhängige Stichproben, bei nichtnormalverteilten Stichproben mit einem U-Test nach Mann-Whitney 
durchgeführt. 
Zur Korrelationsanalyse wurde bei normalverteilten Merkmalen der Pearson’sche 
Korrelationskoeffizient, bei nichtnormalverteilten Merkmalen der Spearman’sche 
Korrelationskoeffizient genutzt. Dabei wurde eine Korrelationsstärke von r < 0,5 als schwach, von r = 
0,5 - < 0,8 als mittelstark, und von r = 0,8 - 1 als stark bewertet. 
Die Überprüfung der Normalverteilungsvoraussetzung erfolgte mittels Shapiro-Wilk-Test. Alle p-Werte 
< 0,05 wurden als statistisch signifikant betrachtet. 
Die Referenzwerte wurden mittels 2,5. sowie 97,5. Perzentile bestimmt. Die statistische Auswertung 
der Daten des Intra- und Interassayvergleichs erfolgte mittels Berechnung von Mittelwert, 
Standardabweichung und Variationskoeffizienten. 
Mittels ROC-Kurven-Analyse wurde die Sensitivität und die Spezifität mit der Software MedCalc 
ermittelt. 
Für die grafische Darstellung der Daten, wurde STATISTICA 12 (StatSoft®) verwendet. Dabei wurde 
bei den Boxplots der Median als Strich innerhalb der Box markiert, sowie die Box durch das 25-%- und 
75-%- Perzentil begrenzt. Die Whiskers kennzeichneten den kleinsten bzw. den größten Wert, welcher 
weder Ausreißer, noch Extremwert war. Als Ausreißer wurden diejenigen Werte definiert, welche vom 
25-%-Perzentil nach unten bzw. vom 75-%-Perzentil nach oben mehr als das 1,5-fache der Boxlänge 
entfernt lagen. Die Ausreißer wurden in Form von Kreisen dargestellt. Als Extremwerte wurden 
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diejenigen Werte definiert, welche vom 25-%-Perzentil nach unten bzw. vom 75-%-Perzentil nach oben 
mehr als das 3-fache der Boxlänge entfernt lagen. Die Ausreißer wurden in Form von Sternen 
dargestellt. 
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4 Ergebnisse 
4.1 Etablierung und Validierung des VPD-450-Tests  
Es wurde Venenblut von 11 gesunden Probanden untersucht, welche zum Zeitpunkt der Blutentnahme 
über keinerlei körperliche Beschwerden klagten. 
Für die Validierung des VPD-450-Tests wurden kryokonservierte, mononukleäre Zellen des peripheren 
Blutes (PBMC) verwendet. Diese stammten von anonymen Blutspendern, deren Blutkonserven vom 
Institut für Transfusionsmedizin des Universitätsklinikums Leipzig bezogen wurden. 
 
4.1.1 Proliferation der B-Lymphozyten 
Die durchflusszytometrische Analyse der B-Lymphozyten zeigte, dass sich bereits nach einer 
Inkubation von 48 h die Proliferationsrate der mit R-848/MCD40L-stimulierten B-Lymphozyten 
erhöhte (4,0 ± 3,7 %), verglichen mit der Proliferationsrate der unstimulierten B-Lymphozyten 
(1,8 ± 1,4 %). Dieser Anstieg erreichte jedoch nicht das Signifikanzniveau (p = 0,37), siehe Abb. 7. 
Erst nach 72 h Inkubation war eine signifikant erhöhte Proliferationsrate der stimulierten 
B-Lymphozyten (42,0 ± 13,4 %) gegenüber der der unstimulierten B-Lymphozyten (2,8 ± 1,3 %; 
p < 0,001) zu finden, siehe Abb. 7. 
Der Vergleich der Lwk-Proliferationsraten nach 48 h Inkubation und nach 72 h Inkubation zeigte 
außerdem, dass die Lwk-Proliferationsrate der R-848/MCD40L-stimulierten B-Lymphozyten nach 72 h 
signifikant höher war (39,2 ± 13,7 %) als die nach 48 h (2,6 ± 3,8 %; p < 0,001), siehe Abb. 7. Die 
Proliferationsraten der unstimulierten B-Lymphozyten zeigten im Zeitverlauf hingegen keinen 
signifikanten Unterschied (1,8 ± 1,4 % bzw. 2,8 ± 1,3 %; p = 0,09), siehe Abb. 7.  
Aufgrund dieser Beobachtungen und der nach 48 h Inkubation noch nicht signifikant erhöhten 
Proliferationsrate der R-848/MCD40L-stimulierten B-Lymphozyten wurde sich dafür entschieden, den 
VPD-450-Test für B-Lymphozyten mit einer Inkubationszeit von 72 h durchzuführen. 
Ein exemplarisches Beispiel für die Proliferation der B-Lymphozyten nach 72 h Inkubation, ist in Abb. 8 
gezeigt. 
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Abb. 7: Proliferationsraten der unstimulierten und R-848/MCD40L-stimulierten B-Lymphozyten nach 48 h und 72 h 
Inkubation (links) sowie Proliferationsraten der unstimulierten B-Lymphozyten und Lwk-Proliferationsraten der 




Abb. 8: Exemplarisches Beispiel der Proliferation der unstimulierten B-Lymphozyten nach 72 h Inkubation (A) und der 
Proliferation der mit R-848/MCD40L stimulierten B-Lymphozyten nach 72 h Inkubation (B). Markiert ist jeweils der 
prozentuale Anteil der neu entstandenen Zellen. 
 
Auch bei PHA-Stimulation der B-Lymphozyten war deren Proliferationsrate nach 48 h Inkubation 
signifikant höher (5,9 ± 4,5 %) als jene der unstimulierten B-Lymphozyten (1,8 ± 1,4 %; p = 0,02), siehe 
Abb. 9. Nach 72 h Inkubation blieb die signifikant höhere Proliferationsrate der PHA-stimulierten 
B-Lymphozyten (61,5 ± 11,9 %) gegenüber den unstimulierten B-Lymphozyten erhalten (2,8 ± 1,3 %; p 
< 0,001), siehe Abb. 9. 
Die Proliferationsrate der anti-CD3/28-stimulierten B-Lymphozyten erhöhte sich nach 48 h Inkubation 
nicht signifikant (2,3 ± 1,9 %) verglichen mit jener der unstimulierten B-Lymphozyten (1,8 ± 1,4 %; 
p = 0,51), siehe Abb. 9. Jedoch zeigte sich nach 72 h Inkubation eine signifikant höhere 
Proliferationsrate der anti-CD3/28-stimulierten B-Lymphozyten (29,0 ± 5,7 %) im Vergleich zu den 
unstimulierten B-Lymphozyten (2,8 ± 1,3 %; p < 0,001), siehe Abb. 9. 
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Abb. 9: Proliferationsraten der unstimulierten und PHA- bzw. anti-CD3/28-stimulierten B-Lymphozyten nach 48 h und 72 h 
Inkubation. 
 
4.1.2 Proliferation der T-Lymphozyten 
Die Stimulation der T-Lymphozyten mit PHA zeigte bereits nach 48 h eine signifikant erhöhte 
Proliferationsrate (6,6 ± 7,3 %) im Vergleich zur Proliferationsrate der unstimulierten T-Lymphozyten 
(0,5 ± 0,4 %; p < 0,001), siehe Abb. 10. Auch nach einer Inkubation von 72 h, blieb die Proliferationsrate 
der PHA-stimulierten T-Lymphozyten signifikant höher (57,2 ± 9,8 %) als die der unstimulierten 
T-Lymphozyten (0,8 ± 0,8 %; p < 0,001), siehe Abb. 10.  
Ähnlich verhielt es sich mit den anti-CD3/28-stimulierten T-Lymphozyten. Auch deren 
Proliferationsrate war bereits nach 48 h Inkubation signifikant höher (4,2 ± 4,4 %) als die ohne 
Stimulation (0,5 ± 0,4 %; p < 0,01), siehe Abb. 10. Ebenso blieb auch hier nach einer Inkubationszeit 
von 72 h, die Proliferationsrate der stimulierten T-Lymphozyten signifikant höher (62,9 ± 12,4 %) als 
die der unstimulierten T-Lymphozyten (0,8 ± 0,8 %; p < 0,001), siehe Abb. 10. 
Sowohl bei den PHA- als auch bei den anti-CD3/28-stimulierten T-Lymphozyten war die 
Lwk-Proliferationsantwort nach 72 h Inkubation signifikant höher (56,5 ± 9,9 % bzw. 62,1 ± 12,3 %) 
als nach 48 h (6,1 ± 7,3 % bzw. 3,8 ± 4,5 %; p < 0,001), siehe Abb. 10. Die Proliferationsantwort der 
unstimulierten T-Lymphozyten zeigte hingegen nach 48 h Inkubation, im Vergleich zu der nach 72 h 
Inkubation, keinen signifikanten Anstieg (0,5 ± 0,4 % bzw. 0,8 ± 0,8 %; p = 0,36), siehe Abb. 10. 
Anhand dieser Beobachtungen wurde sich, wie auch bei den B-Lymphozyten, für die Durchführung des 
VPD-450-Tests für T-Lymphozyten mit 72 h Inkubationszeit entschieden. 
Ein exemplarisches Beispiel für die Proliferation der T-Lymphozyten nach 72 h Inkubation ist in 
Abb. 11 gezeigt. 
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 48 h Inkubation
 72 h Inkubation
n = 11
p = 0,36
p < 0,001 p < 0,001
 
Abb. 10: Proliferationsraten der unstimulierten und PHA- bzw. anti-CD3/28-stimulierten T-Lymphozyten nach 48 h und 72 h 
Inkubation (links) sowie Proliferationsraten der unstimulierten T-Lymphozyten und Lwk-Proliferationsraten der PHA- bzw. 
anti-CD3/28-stimulierten T-Lymphozyten nach 48 h und 72 h Inkubation (rechts). 
 
   
Abb. 11: Exemplarisches Beispiel der Proliferation der unstimulierten T-Lymphozyten nach 72 h Inkubation(A), der 
Proliferation der mit PHA stimulierten T-Lymphozyten nach 72 h Inkubation (B) sowie der Proliferation der anti-CD3/28-
stimulierten T-Lymphozyten nach 72 h Inkubation (C). Markiert ist jeweils der prozentuale Anteil der neu entstandenen 
Zellen. 
 
4.1.3 Bestimmung der Referenzwerte 
Die Referenzwerte der Proliferationsraten wurden für eine Inkubationszeit von 72 h bestimmt. Dies 
geschah für die Proliferationsraten der unstimulierten Lymphozyten mithilfe der 2,5. Perzentile, für die 
der stimulierten Lymphozyten mithilfe der 97,5. Perzentile. Eine Übersicht über die Referenzwerte ist 
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Tabelle 2: Zusammenfassung der Referenzwerte für B- und T-Lymphozyten des VPD-450-Tests. 
 Proliferationsrate [%] der 
B -Lymphozyten 
Proliferationsrate [%] der 
T-Lymphozyten 
unstimuliert  < 5 < 2 
PHA - > 43 
anti-CD3/28 - > 43 




Der Intraassay ergab für die Proliferationsrate von R-848/MCD40L-stimulierten B-Lymphozyten einen 
Variationskoeffizienten von 17,10 %, für die Proliferationsrate von PHA-stimulierten T-Lymphozyten 
einen Variationskoeffizienten von 5,72 % und für anti-CD3/28-stimulierte T-Lymphozyten einen 
Variationskoeffizienten von 3,87 %. Somit lagen alle gemessenen Variationskoeffizienten unter dem 
erwarteten Variationskoeffizienten von 20 ± 2 %. 
Eine detaillierte Auflistung der Daten des Intraasays ist in Tabelle 3 aufgeführt. 







PR [%] Messung 1 64,10 74,10 87,20 
PR [%] Messung 2 59,50 67,10 85,30 
PR [%] Messung 3 42,60 73,10 85,40 
PR [%] Messung 4 42,20 64,00 84,80 
PR [%] Messung 5 50,00 66,50 77,80 
Mittelwert [%] 51,68 68,96 84,10 
Standardabweichung [%] 9,88 4,41 3,64 
VK [%] 17,10 5,72 3,87 
 
 
Die im Interassay gemessenen Proliferationsraten ergaben einen Variationskoeffizienten von 3,14 % für 
R-848/MCD40L-stimulierte B-Lymphozyten, einen Variationskoeffizienten von 2,61 % für PHA-
stimulierte T-Lymphozyten und einen Variationskoeffizienten von 1,67 % für anti-CD3/28-stimulierte 
T-Lymphozyten. Auch hier lagen alle gemessenen Variationskoeffizienten unter dem erwarteten 
Variationskoeffizienten von 20 ± 2 %. 
Eine detaillierte Auflistung der Daten des Interassays ist in Tabelle 4 aufgeführt. 
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PR [%] Messung 1 77,40 17,00 87,60 
PR [%] Messung 2 75,20 18,00 83,40 
PR [%] Messung 3 81,70 18,10 85,90 
PR [%] Messung 4 78,60 17,20 86,90 
PR [%] Messung 5 81,50 17,20 85,60 
Mittelwert [%] 78,88 17,50 85,88 
Standardabweichung [%] 2,77 0,51 1,60 
VK [%] 3,14 2,61 1,67 
 
 
4.2 Untersuchung der Subpopulationen der B- und T-Lymphozyten nach 
unspezifischer Stimulation 
Für die Untersuchung der Subpopulationen der B- und T-Lymphozyten wurden kryokonservierte, 
mononukleäre Zellen des peripheren Blutes (PBMC) verwendet. Diese stammten von anonymen 
Blutspendern, deren Blutkonserven vom Institut für Transfusionsmedizin des Universitätsklinikums 
Leipzig bezogen wurden. 
 
4.2.1 Subpopulationen der B-Lymphozyten 
Die Analyse der B-Lymphozyten zeigte, dass bereits nach einer Inkubationszeit von 24 h eine 
verminderte Expression der Oberflächenmarker IgD und CD27 stattfand. Diese war so stark ausgeprägt, 
dass eine Unterscheidung zwischen naiven B-Lymphozyten und Gedächtniszellen nicht mehr möglich 
war. Somit gelang auch eine weitere Differenzierung der Gedächtniszellen in klassengewechselte und 
nicht klassengewechselte Zellen nicht. Dies war sowohl bei den stimulierten als auch bei den 
unstimulierten B-Lymphozyten zu beobachten. Gleiches zeigte sich nach Inkubationszeiten von 48 h 
und 72 h. Auch hier war eine Differenzierung der B-Lymphozytensubpopulationen sowohl bei 
stimulierten als auch bei unstimulierten B-Lymphozyten nicht mehr möglich. Ein exemplarisches 
Beispiel der detektierten B-Lymphozyten ist in Abb. 12 zu sehen. 
Da eine Differenzierung der B-Lymphozyten in ihre Subpopulationen nach Kultivierung der Zellen nicht 
mehr möglich war, wurde diese Methode für weitere Untersuchungen nicht genutzt. 
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Abb. 12: Exemplarisches Beispiel für die durchflusszytometrische Detektion der B-Lymphozytensubpopulationen und deren 
Differenzierung über die Oberflächenmarker IgD und CD27, vor Kultivierung der Zellen (A) sowie nach 24 h Kultivierung 
ohne Stimulation (B) und nach 24 h Kultivierung mit R-848/MCD40L-Stimulation (C). Die Abgrenzung der in (A) rot 
markierten Zellpopulationen ist in (B) und (C) nicht mehr möglich. 
 
4.2.2 Subpopulationen der T-Lymphozyten 
Die Untersuchung der T-Lymphozyten nach Inkubationszeiten von 24 h, 48 h und 72 h zeigte, dass zu 
allen Zeitpunkten eine Unterscheidung der T-Lymphozyten über die Oberflächenmarker CD4 und CD8 
möglich war. Dies galt sowohl für die unstimulierten (Abb. 13 (B)) als auch für die anti-CD3/28-
stimulierten T-Lymphozyten (Abb. 13 (C)). 
Bei der weiteren Differenzierung der CD4+- und CD8+-Zellen, war bereits nach einer Inkubationszeit 
von 24 h, eine verminderte Expression des Oberflächenmarkers CCR7 zu verzeichnen. Diese Abnahme 
verstärkte sich weiter nach 48 h und 72 h Inkubation. Dies hatte zur Folge, dass nun kaum mehr Zellen 
detektierbar waren, welche den Phänotyp von naiven T-Lymphozyten trugen (CD45RA+CCR7+), dafür 
die Anzahl jener Zellen massiv zunahm, welche den Phänotyp von Effektor-T-Lymphozyten trugen 
(CD45RA+CCR7-). Diese Beobachtung war in etwa gleichem Ausmaß sowohl bei den anti-CD3/28-
stimulierten T-Lymphozyten (Abb. 14 (C)), als auch bei den unstimulierten T-Lymphozyten (Abb. 14 
(B)) zu finden. Somit waren Aussagen über stimulationsspezifische Veränderungen der 
Subpopulationen der T-Lymphozyten nicht eindeutig zuzuordnen. Aus diesem Grund wurde für 
folgende Versuche auf eine Differenzierung der T-Lymphozyten über die Oberflächenmarker CCR7 
und CD45RA verzichtet. 
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Abb. 13: Exemplarisches Beispiel für die durchflusszytometrische Detektion der T-Lymphozyten und deren Differenzierung 
über die Oberflächenmarker CD4 und CD8, vor Kultivierung der Zellen (A) sowie nach 48 h Kultivierung ohne Stimulation 
(B) und nach 48 h Kultivierung mit anti-CD3/28-Stimulation (C). Sowohl bei (A) als auch bei (B) und (C) ist eine 
Unterscheidung in CD4+- und CD8+-Zellen möglich (siehe rote Markierung). 
 
   
Abb. 14: Exemplarisches Beispiel für die durchflusszytometrische Detektion der Subpopulationen der CD8+-Zellen über die 
Oberflächenmarker CCR7 und CD45RA, vor Kultivierung der Zellen (A) sowie nach 48 h Kultivierung ohne Stimulation (B) 
und nach 48 h Kultivierung mit anti-CD3/28-Stimulation (C). In (B) und (C) kommt es zu einer verminderten Expression von 
CCR7 im Vergleich zu (A) und somit auch zu einer verminderten Detektion der in (A) rot markierten Zellpopulation. 
 
Die Untersuchung der regulatorischen T-Lymphozyten zeigte, dass die Oberflächenmarker CD25 und 
CD127 sowie der intrazelluläre Marker FoxP3 bei den unstimulierten T-Lymphozyten über alle 
Inkubationszeiten hinweg stabil blieben (Abb. 15 (B) und Abb. 16 (B)). Jedoch zeigte sich im 
Zeitverlauf bei den anti-CD3/28-stimulierten T-Lymphozyten eine erhöhte Expression von CD25 und 
FoxP3 (Abb. 15 (C) und Abb. 16 (C)), sodass eine Identifizierung der regulatorischen T-Lymphozyten 
nicht mehr eindeutig möglich war. Aus diesem Grund wurde eine Untersuchung der regulatorischen 
T-Lymphozyten für weitere Untersuchungen nicht genutzt. 
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Abb. 15: Exemplarisches Beispiel für die durchflusszytometrische Detektion der regulatorischen T-Lymphozyten über die 
Oberflächenmarker CD25 und CD127, vor Kultivierung der Zellen (A) sowie nach 48 h Kultivierung ohne Stimulation (B) 
und nach 48 h Kultivierung mit anti-CD3/28-Stimulation (C). Eine Abgrenzung der in (A) und (B) rot markierten 
Zellpopulation ist in (C) nicht mehr möglich. 
 
   
Abb. 16: Exemplarisches Beispiel für die durchflusszytometrische Detektion der regulatorischen T-Lymphozyten über den 
Oberflächenmarker CD4 und den intrazellulären Marker FoxP3, vor Kultivierung der Zellen (A) sowie nach 48 h 
Kultivierung ohne Stimulation (B) und nach 48 h Kultivierung mit anti-CD3/28-Stimulation (C). Eine Abgrenzung der in (A) 
und (B) rot markierten Zellpopulation ist in (C) nicht mehr möglich. 
 
4.3 Untersuchung der Proliferation von Lymphozyten nach Stimulation mit CMV 
Es wurde Venenblut von 21 gesunden Probanden untersucht, welche zum Zeitpunkt der Blutentnahme 
über keinerlei körperliche Beschwerden klagten. Von diesen 21 Probanden wurden 11 serologisch 
positiv auf IgG gegen CMV getestet und 10 negativ, siehe Tabelle 9 des Anhangs. 
 
4.3.1 Proliferation der B-Lymphozyten nach Stimulation mit CMV 
Die Untersuchung der B-Lymphozyten zeigte, nach einer Inkubationszeit von 5 d, bei den CMV-
seropositiven Probanden eine signifikant höhere Proliferationsrate der CMV-stimulierten 
B-Lymphozyten (22,0 ± 14,9 %) gegenüber der, der unstimulierten B-Lymphozyten (10,5 ± 4,0 %; 
p = 0,01), siehe Abb. 17. Nach 7 d Inkubation erreichte der Anstieg der Proliferationsrate der CMV-
stimulierten B-Lymphozyten (28,3 ± 14,2 %), im Vergleich zu den unstimulierten B-Lymphozyten 
(18,0 ± 8,9 %), jedoch nicht mehr das Signifikanzniveau (p = 0,09), siehe Abb. 17. Auch bei den 
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B-Lymphozyten der CMV-seronegativen Probanden war nach 5 d und 7 d Inkubation ein signifikanter 
Anstieg der Proliferationsrate bei den CMV-stimulierten B-Lymphozyten (11,8 ± 3,0 % bzw. 28,7 ± 
9,1 %), verglichen mit der ohne Stimulation (9,2 ± 2,0 % bzw. 17,4 ± 7,3 %) zu finden (p < 0,01 bzw. 
p < 0,001), siehe Abb. 17. Des Weiteren war zu beiden Zeitpunkten keine signifikante Erhöhung der 
Lwk-Proliferationsrate von den CMV-stimulierten B-Lymphozyten, bei den CMV-seropositiven 
Probanden (11,9 ± 14,4 % bzw. 12,6 ± 15,1 %), im Vergleich zu den CMV-seronegativen Probanden 
(2,7 ± 2,2 % bzw. 11,3 ± 5,4 %), zu verzeichnen (p = 0,12 bzw. p = 0,42), siehe Abb. 17. 
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Abb. 17: Proliferationsraten der unstimulierten und mit CMV stimulierten B-Lymphozyten von CMV-seropositiven 
und -seronegativen Probanden (als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach 5 d Inkubationszeit und nach 7 d 
Inkubationszeit (links) sowie Lwk-Proliferationsraten der B-Lymphozyten der CMV-seronegativen und -seropositiven 
Probanden (als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach Stimulation mit CMV nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit 
(rechts). 
 
4.3.2 Proliferation der T-Lymphozyten nach Stimulation mit CMV 
Zunächst wurden die T-Lymphozyten betrachtet. Bei den CMV-seropositiven Probanden war die 
Proliferationsrate der T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation, sowohl nach 5 d Inkubation, als auch 
nach 7 d Inkubation, signifikant höher (13,3 ± 7,1 % bzw. 28,0 ± 11,0 %), als bei den unstimulierten 
T-Lymphozyten (2,2 ± 1,4 % bzw. 7,4 ± 6,1 %; p < 0,001), siehe Abb. 18. Auch bei den CMV-
seronegativen Probanden, zeigten die CMV-stimulierten T-Lymphozyten zu beiden Zeiten eine 
signifikant höhere Proliferationsrate (3,4 ± 2,4 % bzw. 14,2 ± 9,2 %) gegenüber der ohne Stimulation 
(2,7 ± 2,0 %; p = 0,01 bzw. 8,6 ± 7,6 %; p < 0,01), siehe Abb. 18. Jedoch waren die Lwk-
Proliferationsraten der CMV-stimulierten T-Lymphozyten, bei den CMV-seropositiven Probanden, 
nach 5 d und nach 7 d Inkubation, signifikant höher (11,1 ± 6,5 % bzw. 20,6 ± 8,3 %), als die der 
CMV-seronegativen Probanden (0,8 ± 0,9 % bzw. 5,6 ± 4,2 %; p < 0,001), siehe Abb. 18. 
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Abb. 18: Proliferationsraten der unstimulierten und mit CMV stimulierten T-Lymphozyten von CMV-seropositiven 
und -seronegativen Probanden (als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach 5 d Inkubationszeit und nach 7 d 
Inkubationszeit (links) sowie Lwk-Proliferationsraten der T-Lymphozyten der CMV-seronegativen und -seropositiven 
Probanden (als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach Stimulation mit CMV nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit 
(rechts).  
 
Als nächstes wurden die CD4+-Zellen nach einer Inkubationszeit von 5 d betrachtet. Hier zeigte bei den 
CMV-seropositiven Probanden die Proliferationsrate der CMV-stimulierten Lymphozyten einen 
signifikanten Anstieg (7,5 ± 3,8 %), gegenüber der der unstimulierten CD4+-Zellen (2,6 ± 1,3 %; 
p < 0,01), siehe Abb. 19. Bei den CMV-seronegativen Probanden erhöhte sich die Proliferationsrate der 
CMV-stimulierten CD4+-Zellen hingegen nicht signifikant (3,7 ± 2,8 %) im Vergleich zu der ohne 
Stimulation (3,0 ± 2,1 %; p = 0,16), siehe Abb. 19. Auch hier waren die Lwk-Proliferationsraten der 
CMV-stimulierten CD4+-Zellen bei den CMV-seropositiven Probanden signifikant höher (4,9 ± 3,8 %) 
als die der CMV-seronegativen Probanden (0,7 ± 1,1 %; p < 0,01), siehe Abb. 19.  
Des Weiteren wurden die CD4+-Zellen nach einer Inkubationszeit von 7 d untersucht. Nun war bei den 
CMV-seropositiven Probanden die Proliferationsrate der CMV-stimulierten CD4+-Zellen nicht mehr 
signifikant erhöht (13,1 ± 6,2 %) gegenüber der der unstimulierten CD4+-Zellen (8,4 ± 7,7 %; p = 0,08), 
siehe Abb. 19. Ein signifikanter Anstieg der Proliferationsrate der CMV-stimulierten CD4+-Zellen 
(16,3 ± 9,6 %), verglichen mit der ohne Stimulation (10,2 ± 9,2 %), zeigte sich bei den CMV-
seronegativen Probanden (p < 0,01), siehe Abb. 19. Außerdem war bei den CMV-seropositiven 
Probanden keine signifikant erhöhte Lwk-Proliferationsrate der CD4+-Zellen (6,1 ± 6,2 %) im Vergleich 
zu der der CMV-seronegativen Probanden zu finden (6,1 ± 4,7 %; p = 0,86), siehe Abb. 19. 
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Abb. 19: Proliferationsraten der unstimulierten und mit CMV stimulierten CD4+-Zellen von CMV-seropositiven 
und -seronegativen Probanden (als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach 5 d Inkubationszeit und nach 7 d 
Inkubationszeit (links) sowie Lwk-Proliferationsraten der CD4+-Zellen der CMV-seronegativen und -seropositiven Probanden 
(als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach Stimulation mit CMV nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts).  
 
Weiterhin wurden die CD8+-Zellen analysiert. Es wurde sowohl nach 5 d Inkubation, als auch nach 7 d 
Inkubation bei den CMV-seropositiven Probanden eine signifikant erhöhte Proliferationsrate der CMV-
stimulierten CD8+-Zellen festgestellt (22,2 ± 13,8 % bzw. 44,4 ± 19,8 %) gegenüber der ohne 
Stimulation (3,0 ± 1,7 % bzw. 4,0 ± 1,7 %; p < 0,001), siehe Abb. 20. Bei den CMV-seronegativen 
Probanden zeigte sich nach 5 d Inkubation kein signifikanter Anstieg der Proliferationsrate der CMV-
stimulierten CD8+-Zellen (3,9 ± 3,1 %), verglichen mit den unstimulierten CD8+-Zellen (3,5 ± 2,7 %; 
p = 0,25), siehe Abb. 20. Nach einer Inkubationszeit von 7 d wurde der Anstieg der Proliferationsrate 
der CMV-stimulierten CD8+-Zellen (8,8 ± 8,9 %), gegenüber der der unstimulierten CD8+-Zellen (5,0 ± 
2,5 %) jedoch signifikant (p < 0,01), siehe Abb. 20. Bei den CMV-seropositiven Probanden war 
außerdem, sowohl nach 5 d Inkubation als auch nach 7 d Inkubation die Lwk-Proliferationsrate der 
CMV-stimulierten CD8+-Zellen signifikant höher (19,2 ± 13,3 % bzw. 40,4 ± 19,3 %) als die der CMV-
seronegativen Probanden (0,6 ± 0,9 % bzw. 3,9 ± 7,2 %; p < 0,001), siehe Abb. 20. 
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Abb. 20: Proliferationsraten der unstimulierten und mit CMV stimulierten CD8+-Zellen von CMV-seropositiven und -
seronegativen Probanden (als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach 5 d Inkubationszeit und nach 7 d Inkubationszeit 
(links) sowie Lwk-Proliferationsraten der CD8+-Zellen der CMV-seronegativen und -seropositiven Probanden (als seropositiv 
und seronegativ bezeichnet) nach Stimulation mit CMV nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
 
4.3.3 Proliferation der NK-Zellen 
Die NK-Zellen zeigten bei den CMV-seropositiven Probanden sowohl nach 5 d Inkubation als auch 
nach 7 d Inkubation, eine signifikant höhere Proliferationsrate der CMV-stimulierten NK-Zellen (25,3 
± 14,6 % bzw. 43,4 ± 20,3 %) gegenüber der ohne Stimulation (9,8 ± 4,4 %; p < 0,01 bzw. 23,0 ± 
11,6 %; p < 0,001), siehe Abb. 21. Auch bei den CMV-seronegativen Probanden ließen sich nach 5 d 
und nach 7 d Inkubation signifikant höhere Proliferationsraten der NK-Zellen (15,4 ± 9,0 % bzw. 40,4 
± 23,0 %), verglichen mit den unstimulierten NK-Zellen finden (11,0 ± 6,6 %; p = 0,01 bzw. 27,0 ± 
17,3 %; p < 0,01), siehe Abb. 21. Des Weiteren waren bei den CMV-seropositiven Probanden die Lwk-
Proliferationsraten der CMV-stimulierten NK-Zellen (15,5 ± 12,9 %) nach 5 d Inkubation signifikant 
höher als die der CMV-seronegativen Probanden (4,7 ± 4,1 %; p = 0,03), siehe Abb. 21. Dieser Anstieg 
der Lwk-Proliferationsrate bei den CMV-seropositiven Probanden nach CMV-Stimulation erreichte 
nach einer Inkubationszeit von 7 d jedoch nicht mehr die Signifikanzgrenze (20,4 ± 14,1 %) im 
Vergleich zu den CMV-seronegativen Probanden (13,5 ± 10,3 %; p = 0,25), siehe Abb. 21. 
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Abb. 21: Proliferationsraten der unstimulierten und mit CMV stimulierten NK-Zellen von CMV-seropositiven 
und -seronegativen Probanden (als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach 5 d Inkubationszeit und nach 7 d 
Inkubationszeit (links) sowie Lwk-Proliferationsraten der NK-Zellen der CMV-seronegativen und -seropositiven Probanden 
(als seropositiv und seronegativ bezeichnet) nach Stimulation mit CMV nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
 
4.3.4 Testgüte 
Die Sensitivität und Spezifität der Lwk-Proliferationsraten von T-Lymphozyten und von CD8+ - Zellen 
wurde mittels ROC-Kurven-Analyse untersucht, siehe Abb. 22. Es wurde sich für diese 
Lymphozytenpopulationen entschieden, da bei diesen nach 5 d und 7 d Inkubation die 
Proliferationsraten der CMV-stimulierten Zellen signifikant höher waren als die der unstimulierten 
Zellen. Außerdem waren bei diesen Lymphozyten zu beiden Zeitpunkten die Lwk-Proliferationsraten 
der CMV-seropositiven Probanden signifikant höher als die der CMV-seronegativen Probanden. 
Sowohl bei den T-Lymphozyten als auch bei den CD8+-Zellen war nach 5 d Inkubation eine Sensitivität 
von 90,91 %, und eine Spezifität von 100,00 % zu finden (p < 0,0001). Bei den T-Lymphoyzten betrug 
nach 7 d Inkubation die Sensitivität 100,00 % und die Spezifität 80,00 % (p < 0,0001). Bei den CD8+-
Zellen war nach 7 d Inkubation eine Sensitivität von 100,00 % und eine Spezifität von 90,00 % 
(p < 0,0001) zu verzeichnen. 
Eine Übersicht der Daten ist in Tabelle 5 zusammengefasst. 
  
Abb. 22: ROC-Kurven-Analyse der Lwk-Proliferationsrate der T-Lymphozyten sowie der Lwk-Proliferationsrate der CD8+-
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Tabelle 5: Sensitivität und Spezifität der Lwk-Proliferationsraten von T-Lymphozyten und CD8+-Zellen nach CMV-
Stimulation sowie der mittels ROC-Kurven-Analyse errechneten Cut-off-Werte der Lwk-Proliferationsrate in %. Die grau 






Sensitivität [%] Spezifität [%] 
T-
Lymphozyten 
21 > 3,2 90,91 100,00 
21 > 6,8 100,00 80,00 
CD8+-Zellen 
21 > 2,8 90,91 100,00 
21 > 6,6 100,00 90,00 
 
 
4.3.5 Korrelationsuntersuchung  
Es wurde die Korrelation zwischen den Werten der serologischen Bestimmung von IgG gegen CMV 
der CMV-seropositiven Probanden und deren Lwk-Proliferationsraten der CMV-stimulierten 
B-Lymphozyten untersucht. Sowohl nach 5 d Inkubation als auch nach 7 d Inkubation konnte keine 
signifikante Korrelation festgestellt werden (p = 0,28 bzw. p = 0,48). 
Weiterhin wurde die Korrelation zwischen den Lwk-Proliferationsraten der T-Lymphozyten, CD4+- und 
CD8+-Zellen und der Zytokinproduktion dieser nach Stimulation mit CMV analysiert. Dazu wurden 
sechs CMV-seropositive Probanden und ein CMV-seronegativer Proband untersucht. Da nach CMV-
Stimulation nur eine Produktion von TNF-α und IFN-γ detektierbar war, wurden im Folgenden nur diese 
beiden Zytokine betrachtet. Dabei war der Anteil der IFN-γ-produzierenden T-Lymphozyten und CD8+-
Zellen im Mittel höher (1,11 ± 1,46 % bzw. 2,57 ± 3,21 %) als der der TNF-α-produzierenden 
T-Lymphozyten und CD8+-Zellen (0,61 ± 0,93 % bzw. 1,59 ± 2,33 %), siehe Abb. 23. Der Anteil der 
TNF-α-produzierenden CD4+-Zellen (0,39 ± 0,36 %) entsprach etwa dem Anteil der IFN-γ-




































Abb. 23: Anteil der TNF-α- und IFN-γ-produzierenden T-Lymphozyten, CD4+-Zellen und CD8+-Zellen. 
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Die Produktion von TNF-α zeigte zur Lwk-Proliferationsrate der T-Lymphozyten nach 5 d Inkubation 
eine Korrelation (r = 0,86; p < 0,01), siehe Abb. 24. Nach einer Inkubation von 7 d erreichte diese 
Korrelation jedoch nicht mehr das Signifikanzniveau (p = 0,12). Die Lwk-Proliferationsraten der CD4+- 
und CD8+-Zellen zeigten hingegen weder nach 5 d noch nach 7 d Inkubation eine signifikante 
Korrelation (p = 0,40 bzw. p = 0,88 und p = 0,22 bzw. p = 0,60). 
Die Produktion von IFN-γ korrelierte zu den Lwk-Proliferationsraten nach 5 d Inkubation, von den 
T-Lymphozyten (r = 0,85; p < 0,01), siehe Abb. 24 sowie von den CD8+-Zellen (r = 0,93; p < 0,001), 
siehe Abb. 25. Von dieser Korrelation blieb nach 7 d Inkubation nur die der CD8+-Zellen signifikant (r 
= 0,86; p < 0,01), siehe Abb. 25, jedoch nicht die der T-Lymphozyten (p = 0,30). Bei den CD4+-Zellen 
war weder nach 5 d noch nach 7 d eine signifikante Korrelation festzustellen (p = 0,34 bzw. p = 0,66). 
Die Korrelationsverhältnisse sind in Tabelle 6 zusammengefasst. 
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Abb. 24: Korrelationsanalyse zwischen der TNF-α- und IFN-γ-Produktion und der Lwk-Proliferationsrate der CMV-
stimulierten T-Lymphozyten nach 5 d Inkubation. 
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Abb. 25: Korrelationsanalyse zwischen der IFN-γ-Produktion und den Lwk-Proliferationsraten der CMV-stimulierten 
CD8+-Zellen nach 5 d und nach 7 d Inkubation. 
 
Tabelle 6: Korrelationsverhältnisse zwischen der TNF-α- und der IFN-γ-Produktion der T-Lymphozyten, CD4+- und CD8+-
Zellen und den Lwk-Proliferationsraten dieser nach 5 d und 7 d Inkubation, beides nach Stimulation mit CMV 
(r = Korrelationskoeffizient; n. s. = nicht signifikant). 
 5 d Inkubation 7 d Inkubation 
TNF-α IFN-γ TNF-α IFN-γ 
T-Lymphozyten r = 0,86 r = 0,85 n. s. n. s. 
CD4+-Zellen n. s. n. s. n. s. n. s. 
CD8+-Zellen n. s. r = 0,93 n. s. r = 0,86 
 
 
4.4 Untersuchung der Proliferation von Lymphozyten nach Stimulation mit EBV 
Es wurde Venenblut von 21 gesunden Probanden untersucht, die zum Zeitpunkt der Blutentnahme über 
keinerlei körperliche Beschwerden klagten. Von diesen 21 Probanden wurden 20 serologisch positiv auf 
IgG gegen EBV getestet sowie einer negativ, siehe Tabelle 9 des Anhangs. Aus diesem Grund wurden 
im Folgenden nur die EBV-seropositiven Probanden statistisch ausgewertet. 
 
4.4.1 Proliferation der Lymphozyten nach Stimulation mit EBV 
Die Proliferationsrate der EBV-stimulierten B-Lymphozyten war nach 5 d Inkubation signifikant höher 
(15,6 ± 7,8 %) als die der unstimulierten B-Lymphozyten (10,5 ± 4,3 %; p < 0,001), siehe Abb. 26. Nach 
einer Inkubationszeit von 7 d lag der Anstieg der Proliferationsrate der EBV-stimulierten 
B-Lymphozyten (22,6 ± 10,6 %) gegenüber den unstimulierten B-Lymphozyten (18,8 ± 9,9 %), an der 
Grenze der statistischen Signifikanz (p = 0,048), siehe Abb. 26. 
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Die Lwk-Proliferationsrate der B-Lymphozyten betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 5,3 ± 5,5 %, nach 
7 d Inkubation betrug sie im Mittel 5,2 ± 6,7 %. 
Die Proliferationsrate der T-Lymphozyten war nach 5 d Inkubation, bei EBV-Stimulation, signifikant 
höher (9,2 ± 7,8 %) als ohne Stimulation (2,5 ± 1,7 %; p < 0,001), siehe Abb. 26. Auch nach 7 d 
Inkubation war ein signifikanter Anstieg der Proliferationsrate der T-Lymphozyten nach EBV-
Stimulation (25,6 ± 13,7 %), verglichen mit jener ohne Stimulation (8,3 ± 6,8 %), zu verzeichnen 
(p < 0,001), siehe Abb. 26. 
Die Lwk-Proliferationsrate der T-Lymphozyten betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 6,7 ± 7,6 %, nach 
7 d Inkubation betrug sie im Mittel 17,3 ± 13,3 %. 
Die Proliferationsrate der EBV-stimulierten CD4+-Zellen zeigte sich nach 5 d Inkubation signifikant 
erhöht (4,7 ± 3,4 %) gegenüber der ohne Stimulation (2,9 ± 1,7 %; p < 0,001), siehe Abb. 27. Auch nach 
7 d Inkubation blieb die Proliferationsrate der EBV-stimulierten CD4+-Zellen signifikant höher (12,8 ± 
8,6 %) als ohne Stimulation (9,6 ± 8,4 %; p < 0,01), siehe Abb. 27. 
Nach 5 d Inkubation betrug die Lwk-Proliferationsrate der CD4+-Zellen im Mittel 2,0 ± 2,3 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 4,1 ± 3,1 %. 
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Abb. 26: Proliferationsraten der unstimulierten und mit EBV stimulierten B-Lymphozyten von EBV-seropositiven Probanden 
nach 5 d Inkubationszeit und nach 7 d Inkubationszeit (links) sowie Proliferationsraten der unstimulierten und mit EBV 
stimulierten T-Lymphozyten von EBV-seropositiven Probanden nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
 
Auch die CD8+-Zellen zeigten sowohl nach 5 d als auch nach 7 d Inkubationszeit eine signifikant 
erhöhte Proliferationsrate nach EBV-Stimulation (15,8 ± 15,4 % bzw. 36,1 ± 23,9 %), verglichen mit 
jener der unstimulierten CD8+-Zellen (3,3 ± 2,1 % bzw. 4,6 ± 2,2 %; p < 0,001), siehe Abb. 27. 
Die Lwk-Proliferationsrate der CD8+-Zellen betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 12,6 ± 15,7 %, nach 
7 d Inkubation betrug sie im Mittel 31,5 ± 24,3 %. 
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Abb. 27: Proliferationsraten der unstimulierten und mit EBV stimulierten CD4+-Zellen von EBV-seropositiven Probanden nach 
5 d Inkubationszeit und nach 7 d Inkubationszeit (links) sowie Proliferationsraten der unstimulierten und mit EBV stimulierten 
CD8+-Zellen von EBV-seropositiven Probanden nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
 
Die Proliferationsrate der NK-Zellen war bei EBV-Stimulation nach 5 d Inkubation signifikant höher 
(19,3 ± 8,5 %) als bei den unstimulierten NK-Zellen (10,9 ± 5,2 %; p < 0,001), siehe Abb. 28. Ebenso 
war nach 7 d Inkubation die Proliferationsrate der EBV-stimulierten NK-Zellen signifikant erhöht (33,8 
± 18,8 %), verglichen mit der ohne Stimulation (25,5 ± 14,4 %; p < 0,01), siehe Abb. 28. 
Nach 5 d Inkubation betrug die Lwk-Proliferationsrate der NK-Zellen im Mittel 8,6 ± 5,3 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 9,7 ± 8,9 %. 
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Abb. 28: Proliferationsraten der unstimulierten und mit EBV stimulierten NK-Zellen von EBV-seropositiven Probanden nach 
5 d und nach 7 d Inkubationszeit. 
 
4.4.2 Testgüte 
Aufgrund der mangelnden Anzahl an EBV-seronegativen Probanden wurde auf eine Bestimmung der 
Sensitivität bzw. Spezifität verzichtet. 
Es lässt sich jedoch sagen, dass die Proliferationsraten des EBV-seronegativen Probanden nach EBV-
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Stimulation bei allen Lymphozytenpopulationen bis auf die NK-Zellen unter 5 % lagen. Jedoch traf dies 
auch für einige EBV-seropositive Probanden zu. 
 
4.4.3 Korrelationsuntersuchung  
Es wurde die Korrelation zwischen den Werten der serologischen Bestimmung von IgG gegen EBV der 
EBV-seropositiven Probanden und deren Lwk-Proliferationsraten der EBV-stimulierten 
B-Lymphozyten betrachtet. Sowohl die Lwk-Proliferationsraten nach 5 d Inkubation als auch nach 7 d 
zeigten keine signifikante Korrelation zur serologischen IgG-Bestimmung gegen EBV (p = 0,95 bzw. 
p = 0,53). 
Die Korrelationsanalyse zwischen der Zytokinproduktion und der Lwk-Proliferationsrate der 
T-Lymphozyten nach EBV-Stimulation konnte nicht durchgeführt werden, da keinerlei 
Zytokinproduktion detektierbar war. 
 
4.5 Untersuchung der Proliferation von Lymphozyten nach Stimulation mit VZV 
Es wurde Venenblut von 20 gesunden Probanden untersucht, die zum Zeitpunkt der Blutentnahme über 
keinerlei körperliche Beschwerden klagten. Von diesen 20 Probanden wurden 19 serologisch positiv auf 
IgG gegen VZV getestet sowie einer negativ, siehe Tabelle 9 des Anhangs. Aus diesem Grund wurden 
im Folgenden nur die VZV-seropositiven Probanden statistisch ausgewertet. 
 
4.5.1 Proliferation der Lymphozyten nach Stimulation mit VZV 
Die Proliferationsrate der VZV-stimulierten B-Lymphozyten war nach 5 d Inkubation signifikant höher 
(17,2 ± 10,2 %) als die der unstimulierten B-Lymphozyten (10,5 ± 4,4 %; p < 0,001), siehe Abb. 29. 
Auch nach 7 d Inkubation war ein signifikanter Anstieg der Proliferationsrate der B-Lymphozyten nach 
VZV-Stimulation (26,9 ± 16,1 %), verglichen mit jener ohne Stimulation (19,2 ± 10,0 %), zu 
verzeichnen (p < 0,01), siehe Abb. 29. 
Die Lwk-Proliferationsrate der B-Lymphozyten betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 6,8 ± 6,6 %, nach 
7 d Inkubation betrug sie im Mittel 8,3 ± 8,9 %. 
Die T-Lymphozyten zeigten sowohl nach 5 d als auch nach 7 d Inkubation eine signifikant erhöhte 
Proliferationsrate nach VZV-Stimulation (7,8 ± 6,3 % bzw. 29,0 ± 15,9 %) gegenüber der ohne 
Stimulation (2,5 ± 1,7 % bzw. 8,5 ± 6,9 %; p < 0,001), siehe Abb. 29. 
Die Lwk-Proliferationsrate der T-Lymphozyten betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 5,4 ± 6,5 %, nach 
7 d Inkubation betrug sie im Mittel 20,8 ± 15,9 %. 
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Abb. 29: Proliferationsraten der unstimulierten und mit VZV stimulierten B-Lymphozyten von VZV-seropositiven Probanden 
nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (links) sowie Proliferationsraten der unstimulierten und mit VZV stimulierten 
T-Lymphozyten von VZV-seropositiven Probanden nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
 
Auch die Proliferationsrate der VZV-stimulierten CD4+-Zellen war nach 5 d und nach 7 d Inkubation, 
signifikant höher (9,3 ± 7,6 % bzw. 33,3 ± 17,4 %) als die der unstimulierten CD4+-Zellen (2,8 ± 1,7 % 
bzw. 9,9 ± 8,5 %; p < 0,001), siehe Abb. 30. 
Nach 5 d Inkubation betrug die Lwk-Proliferationsrate der CD4+-Zellen im Mittel 6,5 ± 7,8 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 23,9 ± 17,8 %. 
Die CD8+-Zellen zeigten ebenfalls nach 5 d Inkubation eine signifikant erhöhte Proliferationsrate bei 
VZV-Stimulation (4,8 ± 2,4 %), verglichen mit der Proliferationsrate ohne Stimulation (3,3 ± 2,1 %; 
p < 0,001), siehe Abb. 30. Auch nach einer Inkubationszeit von 7 d war die Proliferationsrate der VZV-
stimulierten CD8+-Zellen signifikant höher (10,2 ± 6,6 %) als jene der unstimulierten CD8+-Zellen 
(4,7 ± 2,2 %; p < 0,001), siehe Abb. 30. 
Die Lwk-Proliferationsrate der CD8+-Zellen betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 1,6 ± 2,2 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 5,7 ± 6,2 %. 
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Abb. 30: Proliferationsraten der unstimulierten und mit VZV stimulierten CD4+-Zellen von VZV-seropositiven Probanden 
nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (links) sowie Proliferationsraten der unstimulierten und mit VZV stimulierten CD8+-
Zellen von VZV-seropositiven Probanden nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
 
Die Untersuchung der NK-Zellen ergab, dass eine Stimulation mit VZV zu einem signifikanten Anstieg 
der Proliferationsrate nach 5 d Inkubation (15,9 ± 7,3 %) im Vergleich zur Proliferationsrate ohne 
Stimulation führte (11,0 ± 5,2 %; p = 0,02), siehe Abb. 31. Ein signifikanter Anstieg der 
Proliferationsrate der NK-Zellen nach VZV-Stimulation (35,6 ± 14,8 %), verglichen mit jener ohne 
Stimulation (26,3 ± 14,5 %), war auch nach einer Inkubationszeit von 7 d zu verzeichnen (p = 0,01), 
siehe Abb. 31. 
Die Lwk-Proliferationsrate der NK-Zellen betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 6,0 ± 6,5 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 10,5 ± 10,1 %. 
NK-Zellen

































Abb. 31: Proliferationsraten der unstimulierten und mit VZV stimulierten NK-Zellen von VZV-seropositiven Probanden nach 
5 d und nach 7 d Inkubationszeit. 
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4.5.2 Testgüte 
Wie schon bei EBV wurde auch hier - aufgrund der mangelnden Anzahl an VZV-seronegativen 
Probanden - auf eine Bestimmung von Sensitivität und Spezifität verzichtet. 
Es ist festzustellen, dass die Proliferationsraten des VZV-seronegativen Probanden zwischen 0 und 20 % 
lagen, was auch bei einigen VZV-seropositiven Probanden der Fall war. 
 
4.5.3 Korrelationsuntersuchung 
Zunächst wurde die Korrelation zwischen den Werten der serologischen Bestimmung von IgG gegen 
VZV der VZV-seropositiven Probanden und deren Lwk-Proliferationsraten der VZV-stimulierten 
B-Lymphozyten betrachtet. Die Lwk-Proliferationsrate der B-Lymphozyten nach 5 d Inkubation zeigte 
keine signifikante Korrelation zur serologischen Bestimmung von IgG gegen VZV (p = 0,57). Nach 
einer Inkubation von 7 d erreichte die Korrelation jedoch das Signifikanzniveau (r = 0,68; p < 0,01), 
siehe Abb. 32. 
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        r = 0,68; p < 0,01
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Abb. 32: Korrelationsanalyse zwischen der serologischen Bestimmung von IgG gegen VZV der VZV-seropositiven Probanden, 
und deren Lwk-Proliferationsraten der VZV-stimulierten B-Lymphozyten nach 7 d Inkubation. 
 
Da nach VZV-Stimulation der T-Lymphozyten keinerlei Zytokinproduktion detektierbar war, konnte 
die Korrelationsanalyse zur Lwk-Proliferationsrate der T-Lymphozyten nach VZV-Stimulation nicht 
durchgeführt werden. 
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4.6 Untersuchung der Proliferation von Lymphozyten nach Stimulation mit 
Masernvirus 
Es wurde Venenblut von 20 gesunden Probanden untersucht, die zum Zeitpunkt der Blutentnahme über 
keinerlei körperliche Beschwerden klagten. Von diesen 20 Probanden wurden 19 serologisch positiv auf 
IgG gegen Masernvirus getestet sowie einer negativ, siehe Tabelle 9 des Anhangs. Aus diesem Grund 
wurden im Folgenden nur die Proliferationsraten der Masernvirus-seropositiven Probanden statistisch 
ausgewertet. 
 
4.6.1 Proliferation der Lymphozyten nach Stimulation mit Masernvirus 
Nach 5 d Inkubation erhöhte sich die Proliferationsrate der Masernvirus-stimulierten B-Lymphozyten 
nicht signifikant (13,3 ± 6,9 %), verglichen mit jener der unstimulierten B-Lymphozyten (10,5 ± 4,4 %; 
p = 0,07), siehe Abb. 33. Nach einer Inkubationszeit von 7 d zeigte sich die Proliferationsrate der 
Masernvirus-stimulierten B-Lymphozyten jedoch signifikant niedriger (15,7 ± 8,3 %) als die ohne 
Stimulation (19,1 ± 9,9 %; p < 0,01), siehe Abb. 33. 
Die Lwk-Proliferationsrate der B-Lymphozyten betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 3,9 ± 4,4 %, nach 
7 d Inkubation betrug sie im Mittel 0,5 ± 1,1 %. 
Bei den Maservirus-stimulierten T-Lymphozyten war weder nach 5 d noch nach 7 d Inkubation eine 
signifikante Veränderung der Proliferationsrate (2,3 ± 1,5 % bzw. 5,9 ± 3,4 %) gegenüber der ohne 
Stimulation (2,5 ± 1,8 % bzw. 8,3 ± 7,3 %) zu verzeichnen (p = 0,85 bzw. p = 0,11), siehe Abb. 33. 
Die Lwk-Proliferationsrate der T-Lymphozyten betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 0,1 ± 0,2 %, nach 
7 d Inkubation betrug sie im Mittel 0,9 ± 1,7 %. 
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Abb. 33: Proliferationsraten der unstimulierten und mit Masernvirus stimulierten B-Lymphozyten (MV-Stimulation) von 
Masernvirus-seropositiven Probanden nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (links) sowie Proliferationsraten der 
unstimulierten und mit Masernvirus stimulierten T-Lymphozyten (MV-Stimulation) von Masernvirus-seropositiven Probanden 
nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
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Auch die Masernvirus-stimulierten CD4+-Zellen zeigten nach 5 d keine signifikante Veränderung der 
Proliferationsrate (2,8 ± 1,5 %), verglichen mit der der unstimulierten CD4+-Zellen (2,8 ± 1,8 %; 
p = 0,20), siehe Abb. 34. Ebenso blieb die Proliferationsrate der Masernvirus-stimulierten CD4+-Zellen, 
nach 7 d Inkubation ohne signifikante Veränderung (7,2 ± 4,0 %), verglichen mit jener ohne Stimulation 
(9,7 ± 9,0 %; p = 0,20), siehe Abb. 34. 
Nach 5 d Inkubation betrug die Lwk-Proliferationsrate der CD4+-Zellen im Mittel 0,3 ± 0,2 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 1,1 ± 2,3 %. 
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Abb. 34: Proliferationsraten der unstimulierten und mit Masernvirus stimulierten CD4+-Zellen (MV-Stimulation) von 
Masernvirus-seropositiven Probanden nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (links) sowie Proliferationsraten der 
unstimulierten und mit Masernvirus stimulierten CD8+-Zellen (MV-Stimulation) von Masernvirus-seropositiven Probanden 
nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit (rechts). 
 
Die Proliferationsrate der CD8+-Zellen veränderte sich nach 5 d Inkubation bei Masernvirus-Stimulation 
nicht signifikant (3,3 ± 2,0 %) gegenüber der Proliferationsrate ohne Stimulation (3,3 ± 2,2 %; p = 0,61), 
siehe Abb. 34. Auch nach 7 d Inkubation war keine signifikante Veränderung der Proliferationsrate der 
CD8+-Zellen nach Masernvirus-Stimulation (3,9 ± 2,0 %), verglichen mit jener ohne Stimulation (4,6 ± 
2,4 %), zu verzeichnen (p = 0,21), siehe Abb. 34. 
Die Lwk-Proliferationsrate der CD8+-Zellen betrug nach 5 d Inkubation im Mittel 0,4 ± 0,9 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 0,2 ± 0,4 %. 
Die Analyse der NK-Zellen zeigte, dass sowohl nach 5 d als auch nach 7 d Inkubation die 
Proliferationsraten der Masernvirus stimulierten NK-Zellen signifikant niedriger waren (7,8 ± 3,0 % 
bzw. 14,9 ± 8,2 %) als jene der unstimulierten NK-Zellen (10,5 ± 5,3 %; p < 0,01 bzw. 25,5 ± 14,9 %; 
p < 0,001), siehe Abb. 35. 
Die Lwk-Proliferationsrate der NK-Zellen betrug im Mittel nach 5 d Inkubation 0,1 ± 0,2 %, nach 7 d 
Inkubation betrug sie im Mittel 0,1 ± 0,4 %. 
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Abb. 35: Proliferationsraten der unstimulierten und mit Masernvirus stimulierten NK-Zellen (MV-Stimulation) von 
Masernvirus-seropositiven Probanden nach 5 d und nach 7 d Inkubationszeit. 
 
4.6.2 Testgüte 
Aufgrund der mangelnden Anzahl an Masernvirus-seronegativen Probanden sowie der sehr niedrigen 
bis nicht vorhandenen Proliferationsantworten der Lymphozyten nach Masernvirus-Stimulation wurde 
auf die Bestimmung von Sensitivität und Spezifität verzichtet. 
 
4.6.3 Korrelationsuntersuchung 
Die Lwk-Proliferationsrate der B-Lymphozyten nach Masernvirus-Stimulation zeigte weder nach 5 d 
Inkubation noch nach 7 d Inkubation eine signifikante Korrelation zur serologischen IgG-Bestimmung 
gegen Masernvirus (p = 0,38 bzw. p = 0,14). 
Eine Korrelationsanalyse zwischen der Zytokinproduktion und der Lwk-Proliferationsrate der 
T-Lymphozyten nach Masernvirus-Stimulation konnte nicht durchgeführt werden, da keinerlei 
Zytokinproduktion detektierbar war. 
 
4.7 Untersuchung einer Patientin mit Louis-Bar-Syndrom mittels VPD-450-Test 
Das Blut einer 15-jährigen Patientin mit Louis-Bar-Syndrom wurde am Institut für Klinische 
Immunologie der Universität Leipzig immunologisch untersucht. Dazu wurde die Anzahl und 
Verteilung der Lymphozyten und deren Subpopulationen durchflusszytometrisch bestimmt. Um auch 
die Funktion der Lymphozyten der Patientin zu untersuchen, wurde der VPD-450-Test durchgeführt. 
Dieser ergab für die B-Lymphozyten nach R-848/MCD40L-Stimulation eine Proliferationsrate von 
67,3 %. Damit lag die Proliferationsrate über dem Referenzwert von > 23 %. 
Die Proliferationsrate der T-Lymphozyten lag nach PHA-Stimulation bei einem Wert von 7,3 %, nach 
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anti-CD3/28-Stimulation bei 18 %. Somit lagen die Proliferationsraten in beiden Fällen unter dem 
Referenzwert von > 43 %.  
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5 Diskussion 
5.1 Etablierung des VPD-450-Tests  
Ziel war es zunächst, den durchflusszytometrischen VPD-450-Test in der Immundiagnostik des Instituts 
für Klinische Immunologie der Universität Leipzig zu etablieren. 
Es konnte gezeigt werden, dass nach R-848/MCD40L-Stimulation der Lymphozyten eine signifikant 
höhere Proliferationsrate der B-Lymphozyten im Vergleich zu den unstimulierten Lymphozyten 
durchflusszytometrisch detektierbar war. Ebenso war nach PHA- bzw. nach anti-CD3/28-Stimulation 
eine signifikant höhere Proliferationsrate der T-Lymphozyten, verglichen mit jener der unstimulierten 
Lymphozyten, durchflusszytometrisch detektierbar. Dies zeigte, dass mit der in der vorliegenden Arbeit 
verwendeten Methodik der Nachweis der unspezifischen Lymphozytenproliferation mittels 
Durchflusszytometrie möglich ist. Die erfolgreiche, durchflusszytometrische Detektion der 
Lymphozytenproliferation nach unspezifischer Stimulation wurde auch in mehreren Studien 
beschrieben (Fulcher und Wong 1999; Lyons 2000; Quah et al. 2007; Hawkins et al. 2007; Faivre et al. 
2015). In diesen Arbeiten kam jedoch ein Proliferationsfarbstoff mit dem Namen Carboxyfluorescein-
Succinimidyl-Ester (CFSE) zum Einsatz. Der in der vorliegenden Arbeit verwendete 
Proliferationsfarbstoff VPD 450 hat ein dem CFSE sehr ähnliches Wirkprinzip. Er ist jedoch im 
Gegensatz zu CFSE besonders für die durchflusszytometrische multicolor-Anwendung mit FITC-
gekoppelten Antikörpern geeignet (Elia et al. 2012).  
Interessanterweise war auch bei den B-Lymphozyten nach PHA- bzw. anti-CD3/28-Stimulation eine 
signifikant höhere Proliferationsrate zu verzeichnen. Dies bestätigt die von Jasiulewicz et al. 
veröffentlichten Ergebnisse. Jasiluewicz et al. zeigten zum ersten Mal, dass nach Stimulation mit anti-
CD3 bzw. mit Con-A sowohl eine signifikant höhere Proliferation der T-Lymphozyten als auch der 
B-Lymphozyten zu beobachten war. Dies wird durch die sogenannte „bystander“-Aktivierung erklärt. 
Das bedeutet, dass die B-Lymphozyten indirekt durch die aktivierten T-Lymphozyten über 
Rezeptorbindung und sezernierte Zytokine zur Proliferation angeregt werden (Jasiulewicz et al. 2015).  
Der VPD-450-Test wurde weiterhin mittels Intra- und Interassay erfolgreich validiert. Damit konnte 
nachgewiesen werden, dass der VPD-450-Test nicht nur die durchflusszytometrische Detektion der 
Stimulanzien-induzierten Lymphozytenproliferation ermöglicht, sondern dass die Ergebnisse der 
Methode auch reproduzierbar sind. Dieser Aspekt ermöglichte die Überführung des VPD-450-Tests in 
das nach DIN EN ISO 15189 akkreditierte Diagnostiklabor des Instituts für Klinische Immunologie der 
Universität Leipzig. Dort wird diese Methode seither erfolgreich angewendet. Zu der vordem 
verwendeten Methodik des LTT bietet der VPD-450-Test mehrerlei Vorzüge. Zum einen ergibt sich ein 
Vorteil auf dem Gebiet des beruflichen Strahlenschutzes und damit des Gesundheitsschutzes. Ursächlich 
dafür ist, dass der VPD-450-Test im Gegensatz zum LTT ohne jegliche Radioaktivität auskommt. 
Dementsprechend kann mit der Verwendung des VPD-450-Tests das Risiko einer äußeren 
Strahlenexposition des durchführenden Personals vermieden werden. So ist für die Durchführung des 
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VPD-450-Tests auch kein speziell für den Umgang mit Radioaktivität geschultes Personal notwendig. 
Außerdem entfällt die Entsorgung des radioaktiven Abfalls. 
Zum anderen ermöglicht der VPD-450-Test die Unterscheidung zwischen der Proliferation von B- und 
T-Lymphozyten. Dies ist ein entscheidender Vorteil gegenüber dem LTT, mit welchem bisher nur eine 
allgemeine Aussage über die Lymphozytenproliferation möglich war. Die Bedeutung dieser 
Unterscheidbarkeit wird unter Kapitel 5.6 an einem Fallbericht erläutert. 
Des Weiteren sind mit dem VPD-450-Test nun auch Aussagen über jede einzelne (neu entstandene) 
Zellgeneration möglich und damit über den Verlauf der Proliferation der Lymphozyten. So können nun, 
im Gegensatz zum LTT sowohl die Elterngeneration als auch die einzelnen Tochtergenerationen 
quantitativ beschrieben werden. 
Auch ist die Inkubationszeit des VPD-450-Tests mit drei Tagen im Gegensatz zum LTT mit vier Tagen 
reduziert. Dies ermöglicht eine schnellere Beurteilung der Lymphozytenfunktion in der 
Immundiagnostik. Für diese Inkubationszeit von 72 h wurde sich zum einen entschieden, da erst nach 
jener Zeit bei allen Probanden eine Proliferationsantwort nachgewiesen werden konnte, welche 
signifikant höher als die der unstimulierten Lymphozyten war. Dies war nach 48 h Inkubation noch nicht 
der Fall. So waren auch die Lwk-Proliferationsraten der stimulierten Lymphozyten nach 72 h Inkubation 
signifikant höher als jene nach 48 h Inkubation. Zum anderen unterschied sich die Proliferationsrate der 
unstimulierten Lymphozyten nach 72 h nicht signifikant von jener nach 48 h Inkubation. Dies zeigte, 
dass die unspezifische, kultivierungsbedingte Proliferation nach 72 h nicht signifikant größer war als 
die nach 48 h. Das ist dahingehend wichtig, um eine Verfälschung der Stimulanzien-induzierten 
Proliferation durch eine unspezifische, kultivierungsbedingte Stimulation auszuschließen. Eine 
Mindestinkubationszeit von 72 h wird auch in der Literatur als notwendig für eine deutlich detektierbare 
Proliferationsantwort der Lymphozyten beschrieben (Quah et al. 2007). 
Zu erwähnen sind jedoch auch die im Vergleich zum LTT höheren Durchführungskosten des VPD-450-
Tests. Diese werden hauptsächlich durch die preisintensiven fluoreszenzgekoppelten Antikörper 
verursacht. 
 
5.2 Lymphozytensubpopulationen nach Zellkultivierung und unspezifischer 
Stimulation 
Im nächsten Schritt der vorliegenden Arbeit wurden Untersuchungen zur durchflusszytometrischen 
Differenzierbarkeit der B- und T-Lymphozytensubpopulationen nach Zellkultivierung und 
unspezifischer Stimulation durchgeführt. Diese Methodik der Differenzierung sollte in den folgenden 
Versuchen zur antigenspezifischen Lymphozytenproliferation eingesetzt werden, um festzustellen, 
welche der Zellpopulationen auf die Stimulierung reagiert und zu proliferieren beginnt bzw. ob es eine 
die Proliferation dominierende Zellpopulation gibt.  
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Es erfolgte zunächst die Differenzierung der T-Lymphozyten über die Oberflächenmoleküle CD4 und 
CD8 in CD4+-Zellen und CD8+-Zellen. Diese war sowohl nach Kultivierung der Zellen ohne Stimulation 
als auch mit anti-CD3/28-Stimulation weiterhin möglich. Daher wurde diese Differenzierung für die 
folgenden Versuche der antigenspezifischen Lymphozytenproliferation der vorliegenden Arbeit 
übernommen. 
Bei den B-Lymphozyten wurde die Differenzierung in naive und Gedächtniszellen über die 
Oberflächenmoleküle CD27 und IgD vorgenommen. Jedoch kam es sowohl nach unspezifischer 
Stimulation als auch ohne Stimulation der Lymphozyten zu einer verminderten Expression dieser beiden 
Oberflächenmoleküle. Diese hatte zur Folge, dass eine Unterscheidung der B-
Lymphozytensubpopulationen nun nicht mehr möglich war, womit auch eine Verwendung dieser 
Methodik in nachfolgenden Versuchen ausgeschlossen wurde. Da die verminderte Expression sowohl 
bei den stimulierten als auch bei den unstimulierten Zellen nach 72 h zu finden war, wurde vermutet, 
dass bereits die Kultivierung der Zellen ursächlich hierfür war. Für die IgD-Expression ist eine solche 
kultivierungsbedingte Verminderung der Expression auch von Scholzen et al. beschrieben worden 
(Scholzen et al. 2014). Die genauen Gründe für diese Veränderung konnten jedoch, aufgrund der 
vielfältigen möglichen Einflussfaktoren während der Zellkultur (Temperatur und CO2-Gehalt der Luft, 
Zusammensetzung des Kulturmediums, Material der Kultivierungsplatten etc.) nicht geklärt werden. 
Auch bei den T-Lymphozyten kam es sowohl nach unspezifischer Stimulation als auch ohne Stimulation 
der Lymphozyten zu einer Veränderung in der Expression der Oberflächenmoleküle. Betroffen waren 
hiervon die Oberflächenmoleküle CCR7 und CD45RA. Aus diesem Grund war nur noch ein geringer 
Teil an Zellen nachweisbar, welche den Phänotyp von naiven T-Lymphozyten trugen, also 
CD45RA+CCR7+-Zellen waren. Stattdessen dominierten jene Zellen, die den Phänotyp von Effektor-
Gedächtniszellen sowie Effektorzellen trugen, sprich CD45RA-CCR7-- und CD45RA+CCR7--Zellen. 
Eine Veränderung in der Verteilung der T-Lymphozytensubpopulationen nach unspezifischer 
Stimulation wurde in Studien ebenfalls gezeigt. In diesen Studien erfolgte eine Abnahme der naiven 
T -Lymphozyten und eine hauptsächliche Verschiebung hin zu den Effektor-Gedächtniszellen (Duarte 
et al. 2002; Li und Kurlander 2010). Die veränderte Expression der Oberflächenmoleküle war bei den 
Versuchen der vorliegenden Arbeit zudem in etwa gleichem Ausmaß bei den unstimulierten 
T-Lymphozyten zu finden. Dies hatte die Konsequenz, dass die Veränderungen in der Verteilung der 
T-Lymphozytensubpopulationen nicht mehr eindeutig als stimulationsbedingt zugeordnet werden 
konnten, womit die Methodik für eine Verwendung in weiteren Versuchen ungeeignet wurde. Die 
Gründe für jene Veränderungen bleiben auch hier ungeklärt. Es lässt sich jedoch vermuten, dass wie bei 
den B-Lymphozyten die Zellkultivierung ursächlich war. Diese Vermutung wird dadurch unterstützt, 
dass bei bereits beschriebenen Untersuchungen, in denen die Expression der Oberflächenmoleküle von 
naiven und Gedächtniszellen nach unspezifischer Stimulation untersucht wurde, eine andere 
Vorgehensweise gewählt wurde. Hier erfolgte zunächst die durchflusszytometrische Differenzierung 
der Lymphozytensubpopulationen sowie deren nachfolgende Separierung mittels FACS. Diese 
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Subpopulationen wurden daraufhin isoliert voneinander kultiviert, sodass eine spätere Zuordnung bei 
weiteren Untersuchungen erhalten blieb (Geginat et al. 2003; Avery et al. 2005; Schwendemann et al. 
2005; Carrasco et al. 2006; Li und Kurlander 2010). Dieses Verfahren stellt jedoch einen größeren 
technischen Aufwand dar und es sind eigens preisintensive Geräte für die Zellseparierung notwendig. 
Aus diesen Gründen kam dieses Verfahren für die Versuche der vorliegenden Arbeit nicht infrage. Somit 
wurde auf die Differenzierung der T- und B-Lymphozyten in naive und Gedächtniszellen in den 
folgenden Versuchen zur antigenspezifischen Lymphozytenproliferation verzichtet. 
Bei den regulatorischen T-Lymphozyten zeigte die Kultivierung der Zellen ohne Stimulation keinen 
Einfluss auf die Oberflächenmoleküle CD25 und CD127 bzw. das intrazelluläre Molekül FoxP3. Nach 
unspezifischer Stimulation war jedoch eine starke Erhöhung der Expression von CD25 und FoxP3 zu 
finden, welche eine klare Zuordnung der regulatorischen T-Lymphozyten nicht mehr ermöglichte. CD25 
entspricht der alpha-Kette des IL-2-Rezeptors der T-Lymphozyten (Letourneau et al. 2009). Somit ist 
dessen erhöhte Expression durch die Stimulanzien-induzierte Aktivierung der T-Lymphozyten zu 
erklären. So erfolgte zunächst die Aktivierung der T-Lymphozyten, was in den Versuchen der 
vorliegenden Arbeit mittels CD3/28-Antikörper geschah. Diese Aktivierung löste dann die Expression 
der alpha-Kette des IL-2-Rezeptors (CD25) aus, denn IL-2 ist ein Zytokin, welches die Proliferation der 
T-Lymphozyten fördert (Letourneau et al. 2009). Mehrere Studien zeigten ebenfalls, dass eine 
unspezifische Stimulation zu einer erhöhten CD25-Expression der T-Lymphozyten führte (Gavin et al. 
2006; Allan et al. 2007; Wang et al. 2007; Wang et al. 2013). 
FoxP3 wurde in einer Vielzahl von Studien als unspezifischer Aktivierungsmarker der T-Lymphozyten 
charakterisiert, welcher nach Stimulation der T-Lymphozyten mit anti-CD3 und/oder anti-CD28 sowie 
mit Mitogenen vermehrt exprimiert wurde. Diese erhöhte FoxP3-Expression war jedoch nicht mehr mit 
einer regulatorischen Funktion bzw. Suppressorfunktion der T-Lymphozyten assoziiert (Gavin et al. 
2006; Wang et al. 2007; Allan et al. 2007; Tran et al. 2007). Dies korrespondiert zum einen mit der 
erhöhten Expression von FoxP3 nach unspezifischer Stimulation in den Versuchen der vorliegenden 
Arbeit. Es zeigt zum anderen, dass FoxP3 in diesem Fall nicht mehr als spezifischer Marker für die 
Detektion regulatorischer T-Lymphozyten geeignet ist. Somit wurde sich gegen die Verwendung dieser 
Methode in den folgenden Untersuchungen entschieden. Auch in diesem Zusammenhang wäre die 
durchflusszytometrische Separierung der regulatorischen T-Lymphozyten mittels FACS sowie deren 
anschließende isolierte Kultivierung eine alternative Versuchsmethode gewesen. Dieses Verfahren kam 
jedoch aus den bereits beschriebenen Gründen für die Versuche der vorliegenden Arbeit nicht infrage. 
 
5.3 Lymphozytenproliferation nach Stimulation mit CMV 
Ziel war es in diesem Abschnitt der Arbeit, die Proliferation der Lymphozyten nach Stimulation mit 
CMV unter Verwendung der modifizierten Methodik des VPD-450-Tests zu untersuchen. 
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5.3.1 Proliferation der T-Lymphozyten nach Stimulation mit CMV 
Zunächst wurden die T-Lymphozyten betrachtet. Sie zeigten nach 5 d und nach 7 d Inkubation 
signifikant höhere Proliferationsraten nach CMV-Stimulation im Vergleich zu den T-Lymphozyten 
ohne Stimulation. Dies zeigte, dass es prinzipiell möglich war, eine Proliferation der T-Lymphozyten 
nach CMV-Stimulation durchflusszytometrisch nachzuweisen. Des Weiteren waren bei den CMV-
seropositiven Probanden im Vergleich zu den CMV-seronegativen Probanden, ebenfalls nach 5 d und 
nach 7 d Inkubation signifikant höhere Lwk-Proliferationsraten der T-Lymphozyten nach CMV-
Stimulation zu finden. Dies weist daraufhin, dass die Höhe der Proliferationsantwort der 
T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation vermutlich vom Serostatus der Probanden abhängig ist. Dies 
wiederum könnte hinweisend darauf sein, dass es sich bei der detektierten Proliferationsantwort der 
T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation um eine spezifische Gedächtniszellreaktion handelt. 
Die vorliegenden Ergebnisse korrespondieren weiterhin mit vorherigen Studien, in denen ebenfalls eine 
Proliferationsantwort der T-Lymphozyten von CMV-seropositiven Probanden auf die Stimulation mit 
CMV durchflusszytometrisch nachweisbar war, welche deutlich höher als jene von CMV-seronegativen 
Probanden ausfiel (Sinclair et al. 2004; Xu et al. 2014; Sadler et al. 2014). 
Bei der weiteren Differenzierung der T-Lymphozyten konnte festgestellt werden, dass die 
Proliferationsraten der CD8+-Zellen deutlich höher ausfielen als jene der CD4+-Zellen. So betrug die 
Lwk-Proliferationsrate der CMV-seropositiven Probanden bei den CD4+-Zellen nach 7 d im Mittel 
6,1 %, wohingegen sie bei den CD8+-Zellen im Mittel 40,4 % betrug. Des Weiteren zeigten nur die 
CD8+-Zellen sowohl nach 5 d als auch nach 7 d Inkubation signifikant höhere Proliferationsraten bzw. 
Lwk-Proliferationsraten bei den CMV-seropositiven Probanden nach CMV-Stimulation im Vergleich 
zu den unstimulierten CD8+-Zellen bzw. zu den CD8+-Zellen der CMV-seronegativen Probanden. 
Ursächlich dafür war vermutlich die Art der verwendeten Stimulanzien. Das verwendete Stimulanz in 
den Untersuchungen der vorliegenden Arbeit war ein Peptid-Mix von CMV. MHC-Moleküle der Klasse 
I, welche der Antigenpräsentation für die CD8+-Zellen dienen, erkennen nur kürzere Peptide (van Bleek 
und Nathenson 1990; Falk et al. 1991; Jardetzky et al. 1991; Hunt et al. 1992), wie sie im Peptid-Mix 
enthalten sind, nicht jedoch größere Proteine, wie sie beispielsweise in Viruslysat zu finden sind. Im 
Gegensatz dazu können MHC-Moleküle der Klasse II den CD4+-Zellen auch größere Peptide 
präsentieren (Chicz et al. 1992; Rudensky et al. 1992; Stern et al. 1994; Sinigaglia und Hammer 1995). 
Außerdem ist eine größere Vielfalt an Proteinen in Viruslysat vertreten, als es im Peptid-Mix der Fall 
ist, weshalb die Reaktion der CD4+-Zellen bei Letzterem deutlich geringer ausfällt (Maecker et al. 2001). 
Es konnte jedoch bei dem in der vorliegenden Arbeit verwendeten CMV-Peptid-Mix keine Angabe des 
Herstellers über die exakte Länge der Peptide in Erfahrung gebracht werden. 
Diese Ergebnisse weisen weiterhin darauf hin, dass auch die Höhe der Proliferationsantwort der CD8+-
Zellen nach CMV-Stimulation vermutlich vom Serostatus der Probanden abhängig ist. Wohingegen dies 
bei den CD4+-Zellen nicht der Fall war. Somit käme mit der hier verwendeten Methodik nur eine 
immundiagnostische Beurteilung der CD8+-Zellen bezüglich der Immunität bzw. Immunfunktion 
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gegenüber CMV infrage. Es zeigt jedoch auch, dass die Proliferationsantwort der CD4+- bzw. CD8+-
Zellen vermutlich von der Art der verwendeten Stimulanzien beeinflusst wird. So sollte dies bei der 
zukünftigen diagnostischen Betrachtung dieser Zellpopulationen beachtet werden und die Stimulanzien 
gegebenenfalls dementsprechend angepasst werden. 
Da nur die T-Lymphozyten und die CD8+-Zellen nach 5 d und 7 d Inkubation signifikant höhere 
Proliferationsraten bzw. Lwk-Proliferationsraten bei den CMV-seropositiven Probanden nach CMV-
Stimulation zeigten im Vergleich zu den unstimulierten Lymphozyten bzw. zu den Lymphozyten der 
CMV-seronegativen Probanden, wurde sich entschieden für die Bestimmung der Testgüte 
ausschließlich die Lwk-Proliferation der T-Lymphozyten sowie die der CD8+-Zellen zu betrachten. Es 
war sowohl bei den T-Lymphozyten als auch bei den CD8+-Zellen nach 5 d Inkubation eine Sensitivität 
von ca. 91 % und eine Spezifität von 100 % zu finden. Sinclair et al. führten ebenfalls Untersuchungen 
zur Sensitivität der Lymphozytenproliferation nach CMV-Stimulation durch. In dieser Untersuchung 
wurden für die CD8+-Zellen eine Sensitivität von 86,4 % für die Stimulation mit einem pp65-Peptid-
Mix und eine Sensitivität von 77,3 % mit einem IE-Peptid-Mix gefunden, bei einer über den 
Referenzwert festgelegten Spezifität von 100 % (Sinclair et al. 2004). Damit liegen die Ergebnisse der 
vorliegenden Arbeit für die Sensitivität etwas über den Ergebnissen von Sinclair et al. Dies könnte durch 
die von Sinclair et al. verwendete Inkubationszeit von nur 4 d erklärt werden. Denn so war in der 
vorliegenden Arbeit nach einer Inkubationszeit von 7 d bei den T-Lymphozyten ein weiterer Anstieg 
der Sensitivität auf 100 % zu finden, bei einer jedoch reduzierten Spezifität von 80 %. Auch die CD8+-
Zellen zeigten nach 7 d Inkubation einen Anstieg der Sensitivität auf 100 %, bei einer Reduktion der 
Spezifität auf 90 %. 
Die vorliegenden Ergebnisse zur Testgüte der Lymphozytenproliferation nach CMV-Stimulation 
zeigen, dass die Proliferationsantwort der T-Lymphozyten und CD8+-Zellen nach 5 d Inkubation nur in 
geringem Maße durch falsch positive bzw. falsch negative Ergebnisse verfälscht wurde, was eine 
weitere Voraussetzung für die Anwendung dieser Methodik in der Immundiagnostik darstellt. Die 
Ergebnisse sprechen weiterhin dafür, die T-Lympozytenproliferation nach CMV-Stimulation mit einer 
Inkubationszeit von 5 d durchzuführen, da so die unspezifische Proliferation verringert werden und 
dessen ungeachtet eine hinreichend starke Proliferationsantwort nachgewiesen werden kann. 
Des Weiteren wurde untersucht, ob auch zu einer anderen Methode, welche antigenspezifische 
T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation detektiert, ein Zusammenhang besteht. Dazu wurde die 
Zytokinproduktion der T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation untersucht. Dabei konnte nur eine 
Produktion von IFN-γ und von TNF-α nach CMV-Stimulation der Lymphozyten nachgewiesen werden. 
Die Produktion von IL-2 und IL-4 konnte hingegen nicht detektiert werden. Dabei war die IFN-γ-
Produktion der T-Lymphozyten und der CD8+-Zellen im Mittel größer, verglichen mit der TNF-α-
Produktion. Ähnliche Beobachtungen wurden auch von mehreren Studien beschrieben. Kannanganat et 
al. stellten fest, dass CMV-spezifische CD4+-Zellen nach CMV-Stimulation hauptsächlich IFN-γ 
produzierten, gefolgt von TNF-α, wiederum gefolgt von IL-2 (Kannanganat et al. 2007). Zandvliet et al. 
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beobachteten, dass CMV-spezifische T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation nur IFN-γ und TNF-α 
produzierten, jedoch kein IL-2 (Zandvliet et al. 2009). 
Bei den T-Lymphozyten war nach 5 d Inkubation eine starke Korrelation zur IFN-γ- und TNF-α-
Produktion festzustellen (r = 0,85 bzw. r = 0,86), welche jedoch nach 7 d Inkubation nicht mehr das 
Signifikanzniveau erreichte. Die CD8+-Zellen zeigten hingegen nach beiden Inkubationszeiten eine 
starke Korrelation zur IFN-γ-Produktion (r = 0,93 bzw. r = 0,86), die zur TNF-α-Produktion war nicht 
signifikant. Dies spricht für einen starken Zusammenhang zwischen diesen beiden Methoden zum 
Nachweis antigenspezifischer T-Lymphozyten nach CMV-Stimulation. 
Sinclair et al. betrachteten ebenfalls die Korrelation zwischen der Lymphozytenproliferation und der 
IFN-γ-Produktion nach CMV-Stimulation. Hier konnte jedoch nur bei den CD8+-Zellen eine 
signifikante Korrelation beobachtet werden, welche jedoch das Signifikanzniveau der vorliegenden 
Arbeit nicht erreichte (r = 0,38; p = 0,0779). In dieser Studie wurde allerdings die Proliferation schon 
nach 4 d Inkubation betrachtet und zur Detektion der Zytokinproduktion ein Vollblutassay verwendet 
(Sinclair et al. 2004). Dies könnte die Diskrepanz zwischen den Ergebnissen erklären. 
Weiterhin könnte die Korrelationsanalyse der vorliegenden Arbeit die Ergebnisse von Feucht et al. 
bestätigen. In dieser Studie wurde gezeigt, dass Lymphozyten, welche nach CMV-Stimulation IFN-γ 
produzierten, auch ein hohes Proliferationspotenzial nach CMV-Stimulation zeigten, im Gegensatz zu 
TNF-α-produzierenden Lymphozyten (Feucht et al. 2014). So ist auch bei den Daten der vorliegenden 
Arbeit, mit Ausnahme der T-Lymphozyten nach 5 d Inkubation, ausschließlich eine starke Korrelation 
zur IFN-γ-Produktion zu beobachten. Allerdings könnte dies auch an der insgesamt stärkeren Produktion 
von IFN-γ im Vergleich zu TNF-α durch die T-Lymphozyten liegen.  
Summa summarum zeigen die vorliegenden Ergebnisse, dass sich die Methodik der T-
Lymphozytenproliferation nach CMV-Stimulation für die spezifische Überprüfung der 
T-Lymphozytenantwort auf CMV im Rahmen der Immundiagnostik eignet. Zum einen, um die 
Anwesenheit von CMV-spezifischen T-Lymphozyten zu überprüfen, und zum anderen, um deren 
Proliferationsfähigkeit und damit Funktion zu bewerten. Diese Aussagen können in der 
Immunfunktionsdiagnostik bei Patienten mit zellulären Immundefekten von Bedeutung sein. Als 
Beispiele seien hier Krankheitsbilder wie das Louis-Bar-Syndrom, das DiGeorge-Syndrom, der schwere 
kombinierte Immundefekt (SCID), das Wiskott-Aldrich-Syndrom und das Hyper-IgM-Syndrom Typ I 
genannt. Bei diesen Krankheitsbildern kann es zu Funktionseinschränkungen der T-Lymphozyten 
kommen und Störungen des Proliferationsvermögens wurden beschrieben (Stone et al. 2009). Des 
Weiteren sprechen diese Ergebnisse dafür, dass die Methodik der Lymphozytenproliferation auch für 
die Feststellung einer persistierenden CMV-Infektion geeignet wäre. Dabei kann die 
Lymphozytenproliferation jedoch eher eine ergänzende Funktion zur serologischen IgG-Bestimmung 
einnehmen, beispielsweise bei Patienten mit Defekten in der Immunglobulinsynthese (Sadler et al. 
2014), denn die Lymphozytenproliferation ist mit vergleichsweise hohem methodischen Aufwand 
verbunden, auf welchen unter Kapitel 5.7 noch einmal ausführlich eingegangen wird. 
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Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit fügen sich weiterhin, wie beschrieben, gut in die bisherige 
Studienlandschaft zu dieser Thematik ein. Denn so dominiert CMV gemeinsam mit HIV die Forschung 
zur Detektion von antigenspezifischen T-Lymphozyten schon seit einigen Jahren (Kern et al. 2005) und 
tut dies auch weiterhin mit Bestand. Neben der Bedeutung von CMV-Infektionen unter 
Immunsuppression ist ein weiterer Grund hierfür vermutlich die gute Nachweisbarkeit und gleichzeitig 
relativ starke T-Lymphozytenreaktion auf die CMV-Stimulation (Sylwester et al. 2005), wie sie auch in 
der vorliegenden Arbeit anhand der Proliferation der T-Lymphozyten gezeigt werden konnte. Arens et 
al. bezeichnen CMV sogar als den Erreger mit der möglicherweise höchsten Immunogenität für das 
menschliche Immunsystem (Arens et al. 2015). 
Der mutmaßliche Grund für diese, im Vergleich zu anderen Viren gute Nachweisbarkeit bzw. starke 
Immunogenität scheint auf den ersten Blick banal, so er doch in der hohen Zahl an Gedächtnis-
T-Lymphozyten im peripheren Blut vermutet wird. Die Ursachenfindung dafür gestaltet sich jedoch als 
komplex. Sylwester et al. zeigten als erste, dass die CMV-spezifischen Gedächtnis-T-Lymphozyten ca. 
10 % der Gedächtnis-T-Lymphozyten im peripheren Blut ausmachten (Sylwester et al. 2005). Damit ist 
diese T-Lymphozytenpopulation von außerordentlicher Größe und die größte bisher im Kreislauf von 
gesunden Menschen beschriebene (Smith et al. 2014). Da es sich bei CMV um ein Herpesvirus handelt, 
welches nach der Erstinfektion durch eine lebenslange Persistenz im Körper und häufige 
Reaktivierungen charakterisiert ist, könnte hiermit das Vorhandensein einer größeren Gedächtnis-
T-Lymphozytenpopulation im peripheren Blut im Sinne einer immunologischen Boosterung durch die 
wiederholte Antigen-Exposition erklärt werden (Waller et al. 2008). Es wird jedoch auch beschrieben, 
dass die CMV-spezifischen Gedächtnis-T-Lymphozyten vermutlich ebenfalls den Gedächtnis-
T-Lymphozytenanteil von weiteren persistierenden Herpesviren, wie HSV oder VZV, übertreffen 
(Asanuma et al. 2000; Sylwester et al. 2005). Deshalb wird neben der Persistenz noch ein weiterer 
Mechanismus für die hohe Anzahl an CMV-spezifischen zirkulierenden Gedächtniszellen vermutet. So 
wird in mehreren Studien eine „Inflation“ von CMV-spezifischen Gedächtniszellen beschrieben, welche 
lebenslang besteht. Diese „Inflation“ ist durch eine hohe Zahl an CMV-spezifischen Gedächtniszellen 
gekennzeichnet, welche mit steigendem Lebensalter weiter zunimmt (Snyder et al. 2008; Torti et al. 
2011; Smith et al. 2014). Untersuchungen gehen davon aus, dass diese „Inflation“ der Gedächtniszellen 
durch die systemische antigenabhängige Produktion von kurzlebigen Effektor-Zellen unterhalten wird 
(Snyder et al. 2008). Der genaue Mechanismus ist jedoch zum jetzigen Zeitpunkt noch nicht verstanden 
(Arens et al. 2015). 
 
5.3.2 Proliferation der B-Lymphozyten nach CMV-Stimulation 
Die Untersuchung der B-Lymphozyten ergab, dass die Proliferationsraten nach CMV-Stimulation, 
sowohl bei den CMV-seropositiven als auch bei den CMV-seronegativen Probanden im Vergleich zu 
jenen ohne Stimulation nach 5 d Inkubation signifikant erhöht waren. Nach 7 d Inkubation erreichte nur 
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der Anstieg der Proliferationsrate der CMV-seronegativen Probanden das Signifikanzniveau. Betrachtet 
man weiterhin die Lwk-Proliferationsrate der CMV-seropositiven Probanden nach CMV-Stimulation 
im Zeitverlauf, so ist diese nach 7 d Inkubation (12,6 %) im Vergleich zu 5 d Inkubation (11,9 %) im 
Mittel kaum weiter angestiegen. Sie hatte also zu beiden Inkubationszeiten etwa die gleiche Höhe und 
war damit nach 7 d Inkubation deutlich geringer als die mittlere Lwk-Proliferationsrate der CD8+-Zellen 
der CMV-seropositiven Probanden nach CMV-Stimulation (40,4 %). Dies zeigte, dass es auch bei den 
B-Lymphozyten prinzipiell möglich war, eine Proliferationsantwort nach CMV-Stimulation 
nachzuweisen, diese jedoch geringer ausfiel als jene der T-Lymphozyten. 
Weiterhin waren die Lwk-Proliferationsraten nach CMV-Stimulation der CMV-seropositiven 
Probanden nicht signifikant höher als jene der CMV-seronegativen Probanden. Diese Ergebnisse stellen 
die Spezifität der detektierten B-Lymphozytenproliferation nach CMV-Stimulation für die CMV-
Seropositivität der Probanden infrage. So könnte die Proliferationsantwort auch unspezifischer Natur 
sein, was durch ihre geringe Höhe zusätzlich unterstützt wird. Da somit keine sichere Aussage über die 
Antigenspezifität der B-Lymphozytenproliferation getroffen werden kann, ist auch eine Beurteilung der 
Anwesenheit und Funktion von CMV-spezifischen Gedächtnis-B-Lymphozyten nicht möglich. 
Die relativ geringe Proliferationsantwort der B-Lymphozyten sowie der nicht signifikante Unterschied 
in den Proliferationsraten von CMV-seropositiven und CMV-seronegativen Probanden korrespondiert 
mit den Ergebnissen einer Studie von Cao et al. In dieser Studie wurde beschrieben, dass sich die 
Quantifizierung von Gedächtnis-B-Lymphozyten aufgrund ihrer geringen Anzahl im peripheren Blut 
schwierig gestaltet (Cao et al. 2010). So ist schon der Anteil an B-Lymphozyten im peripheren Blut mit 
ca. 5 - 17 % eher gering. Der Anteil Gedächtnis-B-Lymphozyten an diesen 5 - 17 % beträgt dann 
wiederum in etwa nur 9 – 33 % (Boldt et al. 2014). Es wird davon ausgegangen, dass sich die meisten 
Gedächtnis-B-Lymphozyten nicht im peripheren Blut aufhalten, sondern in anderen Kompartimenten 
des Körpers, wie beispielsweise in der Milz (Mamani-Matsuda et al. 2008) oder in den Tonsillen (Cao 
et al. 2010). So konnten Giesecke et al. nachweisen, dass die meisten Gedächtnis-B-Lymphozyten in 
der Milz zu finden sind, gefolgt von den Tonsillen, wiederum gefolgt von Knochenmark und peripherem 
Blut (Giesecke et al. 2014). Darüber hinaus ist weithin anerkannt, dass die ebenfalls zum B-Zell-
Gedächtnis gehörenden langlebigen Antikörper-sezernierenden Plasmazellen größtenteils im 
Knochenmark zu finden sind (Manz et al. 1997; Medina et al. 2002; Radbruch et al. 2006; Tokoyoda et 
al. 2010). Von dort sezernieren diese langlebigen Zellen fortwährend Antikörper (Slifka und Ahmed 
1998). Dies erklärt, warum nur selten eine Korrelation zwischen der Anzahl an Gedächtnis-B-
Lymphozyten im peripheren Blut, welche spezifisch für ein Antigen sind, und der Menge an Antikörpern 
gegen dieses Antigen im Serum besteht (Leyendeckers et al. 1999; Hofer et al. 2006; Lanzavecchia et 
al. 2006; Sasaki et al. 2007; Rojas et al. 2008). Auch die Daten der vorliegenden Arbeit zeigten, dass 
die Korrelation zwischen der Lwk-Proliferationsrate der CMV-stimulierten B-Lymphozyten nach 5 d 
und nach 7 d Inkubationszeit und der serologischen IgG-Bestimmung gegen CMV das 
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Signifikanzniveau nicht erreichte, womit zwischen diesen beiden Methoden kein Zusammenhang 
bestand. 
 
5.3.3 Proliferation der NK-Zellen nach CMV-Stimulation 
Die Analyse der NK-Zellen zeigte, dass sowohl nach 5 d als auch nach 7 d Inkubation die 
Proliferationsrate der NK-Zellen nach CMV-Stimulation signifikant höher war als jene der 
unstimulierten NK-Zellen. Somit war eine Proliferationsantwort der NK-Zellen nach CMV-Stimulation 
durchflusszytometrisch nachweisbar. Weiterhin war nach 5 d Inkubation eine signifikant höhere Lwk-
Proliferationsrate der CMV-seropositiven Probanden, verglichen mit derjenigen der CMV-
seronegativen Probanden, zu verzeichnen. Nach 7 d Inkubation war zwar tendenziell ein ähnlicher 
Unterschied in der Lwk-Proliferationsrate der CMV-seropositiven Probanden zu der der CMV-
seronegativen Probanden festzustellen, dieser erreichte jedoch nicht das Signifikanzniveau. Diese 
Beobachtungen korrespondieren möglicherweise mit dem Konzept von „Gedächtnis-NK-Zellen“ (Foley 
et al. 2012a). So ist in mehreren Studien beschrieben worden, dass die Infektion mit CMV zur 
Ausbildung von spezifischen NKG2C+-NK-Zellen führte, welche lebenslang persistierten (Guma et al. 
2004; Muntasell et al. 2013; Lee et al. 2015). Es wurde weiterhin gezeigt, dass diese NKG2C+-NK-
Zellen zu proliferieren begannen, wenn sie mit CMV-infizierten Fibroblasten kultiviert wurden (Guma 
et al. 2006) sowie bei CMV-Reaktivierung nach Organtransplantation (Lopez-Verges et al. 2011) und 
nach Nabelschnurbluttransplantation (Foley et al. 2012b). Des Weiteren wurde in mit CMV-infizierten 
Mäusen eine Vermehrung von NK-Zellen beobachtet, welche Ly49H exprimierten. Diese NK-Zellen 
wiesen bei erneuter CMV-Stimulation eine erhöhte Immunantwort auf (Sun et al. 2009; Watzl et al. 
2014; Min-Oo und Lanier 2014). Diesen Studien zufolge könnten den NK-Zellen Eigenschaften des 
spezifischen Immunsystems zugeschrieben werden, wie beispielsweise die Ausbildung von 
Gedächtniszellen. Dieses Konzept wäre mit den Proliferationsraten der Lymphozyten nach 5 d 
Inkubation vereinbar. Um diese Ergebnisse jedoch diagnostisch, zur Abschätzung der Immunitätslage 
gegenüber CMV zu nutzen, müssten weitere Untersuchungen zur Sicherung der Existenz und der 
Funktion von CMV-spezifischen NK-Zellen erfolgen. Bis dahin bieten die Ergebnisse der vorliegenden 
Arbeit lediglich einen weiteren Anhalt für das Vorkommen von CMV-spezifischen NK-Zellen. 
 
5.4 Lymphozytenproliferation nach Stimulation mit weiteren Herpesviren (EBV, VZV) 
Im weiteren Verlauf der vorliegenden Arbeit wurde die Lymphozytenproliferation nach Stimulation mit 
weiteren Herpesviren untersucht. 
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5.4.1 Proliferation der T-Lymphozyten nach Stimulation mit weiteren Herpesviren 
Auch hier wurden zunächst die T-Lymphozyten betrachtet. Nach Stimulation der T-Lymphozyten mit 
EBV sowie mit VZV war der durchflusszytometrische Nachweis einer Proliferationsantwort möglich. 
So zeigten sich signifikant höhere Proliferationsraten der stimulierten T-Lymphozyten, im Vergleich zu 
den unstimulierten T-Lymphozyten. Auch Sadler et al. konnten nach Stimulation der Lymphozyten mit 
EBV und VZV eine Proliferationsantwort durchflusszytometrisch detektieren (Sadler et al. 2014). 
Es zeigte sich weiterhin, bezüglich der Höhe der Proliferationsraten, die Dominanz jeweils einer 
T-Lymphozytensubpopulation. Dies ist vermutlich auf die bereits erwähnte Art der Stimulanzien 
zurückzuführen. So wurde zur Stimulation mit EBV, wie schon bei CMV, ein Peptid-Mix verwendet. 
Auch hier dominierte, ebenfalls wie bei CMV, die Proliferationsantwort der CD8+-Zellen mit einer Lwk-
Proliferationsrate von im Mittel 31,5 % nach 7 d Inkubation, gegenüber den CD4+-Zellen mit im Mittel 
4,1 % nach 7 d Inkubation. Für die Stimulation mit VZV wurde natives Antigen eingesetzt und es zeigte 
sich, dass die Lwk-Proliferationsrate der CD4+-Zellen mit im Mittel 23,9 % nach 7 d Inkubation deutlich 
höher als jene der CD8+-Zellen mit im Mittel 5,7 % nach 7 d Inkubation war. Diese Beobachtung ist 
vermutlich durch die bereits ausführlich erläuterte Abhängigkeit der Antigenpräsentation durch MHC-
Klasse-I- bzw. -Klasse-II-Moleküle von der Aminosäurelänge der Viruspeptide erklärbar (van Bleek 
und Nathenson 1990; Falk et al. 1991; Jardetzky et al. 1991; Rudensky et al. 1992; Hunt et al. 1992; 
Chicz et al. 1992; Stern et al. 1994; Sinigaglia und Hammer 1995). Weiterhin beschrieben auch Maecker 
et al., dass sich nach Stimulation der Lymphozyten mit Antigenen unterschiedlicher Peptidlänge bzw. 
mit Proteinen die Zytokinproduktion der CD4+- und CD8+-Zellen in ihrer Stärke deutlich unterschieden. 
Diese Beobachtungen korrespondieren mit den Ergebnissen der vorliegenden Arbeit (Maecker et al. 
2001). Trotz des deutlichen Unterschiedes in der Höhe der Proliferationsraten waren sowohl bei den 
CD4+-Zellen als auch bei den CD8+-Zellen nach EBV- bzw. VZV-Stimulation die Proliferationsraten 
signifikant höher als dies bei den unstimulierten Zellen der Fall war. Somit war es bei beiden 
Zellpopulationen möglich, eine Zellproliferation nachzuweisen. 
Da aufgrund der hohen Seroprävalenz von über 90 % (Arvin 1996; Amon und Farrell 2005) jeweils nur 
ein EBV- bzw. VZV-seronegativer Proband untersucht wurde, fehlte ein Vergleich zu den 
Proliferationsraten der T-Lymphozyten von für EBV bzw. VZV seronegativen Probanden. Dies 
verwehrte ebenso die Bestimmung der Testgüte der Methodik. So ließ sich lediglich feststellen, dass die 
Proliferationsraten der T-Lymphozyten bei den seropositiven Probanden durch erhebliche 
interindividuelle Unterschiede gekennzeichnet waren. So zeigten einige Probanden eine nur sehr geringe 
bzw. keine Proliferationsantwort nach EBV- bzw. VZV-Stimulation, wohingegen andere sehr stark 
reagierten. Ähnlich starke Schwankungen in den Antworten der T-Lymphozyten auf EBV-Stimulation 
sind bei der Verwendung von anderen Immunoassays auch von Tischer et al. beobachtet worden. Auch 
sie beschrieben, dass bei einigen Probanden, welche seropositiv für EBV waren, keine EBV-
spezifischen T-Lymphozyten detektiert werden konnten (Tischer et al. 2014). Weiterhin lässt sich 
feststellen, dass der EBV-seronegative Proband tatsächlich eine vergleichsweise geringe 
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Proliferationsantwort zeigte, der VZV-seronegative Proband jedoch eine Proliferationsantwort, welche 
mit derjenigen der VZV-seropositiven Probanden vergleichbar war. Somit ist es mit den Daten der 
vorliegenden Arbeit nicht möglich, eine Aussage über die Antigenspezifität der T-
Lymphozytenproliferation nach EBV- bzw. VZV-Stimulation zu machen. 
Eine Korrelationsanalyse zwischen der Zytokinproduktion und der Proliferationsrate nach antigener 
Stimulation konnte, im Gegensatz zur CMV-Stimulation, weder für die EBV-Stimulation noch für die 
VZV-Stimulation durchgeführt werden, da für keines der Zytokine eine Zytokinproduktion detektierbar 
war. Auch in mehreren Studien wurde beobachtet, dass eine deutlich stärkere Zytokinproduktion der 
Lymphozyten nach CMV-Stimulation im Vergleich zur Stimulation mit anderen Viren zu finden war. 
Munier et al. machten diese Beobachtung für Masernvirus-Stimulation (Munier et al. 2009), 
Okhrimenko et al. ebenfalls für die Masernvirus-Stimulation sowie für Rötelnvirus- und Mumpsvirus-
Stimulation (Okhrimenko et al. 2014). Und auch für die Stimulation mit weiteren Viren aus der Gruppe 
der Herpesviren war eine deutlich geringere Zytokinproduktion der Lymphozyten zu verzeichnen. Das 
zeigten Sadler et al. für EBV-Stimulation (Sadler et al. 2014) und Fletcher et al. ebenfalls für EBV- und 
für VZV-Stimulation (Fletcher et al. 2005). 
Die vorliegenden Ergebnisse machen deutlich, dass um Aussagen über die Anwendung der 
T-Lymphozytenproliferation nach EBV- bzw. VZV-Stimulation in der Immundiagnostik treffen zu 
können, weitere Untersuchungen an für die entsprechenden Viren seronegativen Probanden erfolgen 
müssten. So könnte festgestellt werden, ob bei jenen Probanden die Proliferationsantwort tatsächlich 
nur gering ausfällt bzw. fehlt, oder sich nicht von der Proliferationsantwort der seropositiven Probanden 
unterscheidet. Damit wären nähere Bewertungen zur Antigenspezifität der Proliferationsantwort nach 
EBV- bzw. VZV-Stimulation möglich. Es zeichnet sich jedoch durch die Ergebnisse der vorliegenden 
Arbeit ab, dass die erheblichen interindividuellen Schwankungen in den Proliferationsraten der EBV- 
bzw. VZV-seropositiven Probanden die Aussagekraft dieser Methodik in der Immundiagnostik 
eventuell einschränken werden. Denn so wäre die Analyse der T-lymphozytären Immunantwort auf 
EBV- bzw. VZV-Stimulation wahrscheinlich mit einer deutlichen Unsicherheit für fehlende oder sehr 
niedrige Proliferationsraten trotz der Seropositivität der Probanden behaftet. 
Der Vergleich der T-Lymphozytenproliferation nach CMV-Stimulation, zur T-
Lymphozytenproliferation nach Stimulation mit den ebenfalls persistierenden Herpesviren EBV und 
VZV spiegelt teilweise das bereits ausführlich vorgestellte Konzept der immunogenen Überlegenheit 
von CMV wider (Smith et al. 2014; Arens et al. 2015). So war zwar im Allgemeinen ebenfalls eine 
Proliferationsantwort nach EBV- bzw. VZV-Stimulation detektierbar, diese jedoch bei einem Teil der 
seropositiven Patienten geringer ausgeprägt oder nicht vorhandenen. Auch die Zytokinproduktion war 
nur nach CMV-Stimulation der T-Lymphozyten nachweisbar, nicht jedoch nach EBV- bzw. VZV-
Stimulation. Es bleibt jedoch offen, weshalb andere Probanden dessen ungeachtet eine sehr starke 
Proliferationsantwort zeigten. Diese Beobachtungen scheinen dabei nicht nur auf die Proliferation 
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beschränkt zu sein, da sie, zumindest EBV betreffend, auch schon in einer Studie von Tischer et al. unter 
Verwendung anderer Immunoassays beobachtet wurden (Tischer et al. 2014). Ein möglicher 
Erklärungsansatz für die interindividuell schwankenden Proliferationsantworten ist eventuell der stark 
variierende Anteil an EBV- bzw. VZV-spezifischen T-Lymphozyten zwischen den Probanden. So 
wurde bei EBV-seropositiven Probanden ein Anteil an EBV-spezifischen T-Lymphozyten beschrieben, 
welcher sich zwischen 0,0005 % und 1,3 % bewegte (Tischer et al. 2014). 
So wären vergleichende Studien zur Proliferationsantwort von Lymphozyten nach EBV- bzw. VZV-
Stimulation, vor allem bezüglich deren diagnostischer Bedeutung wünschenswert. 
 
5.4.2 Proliferation der B-Lymphozyten nach Stimulation mit weiteren Herpesviren 
Die B-Lymphozyten zeigten sowohl bei EBV- als auch bei VZV-Stimulation signifikant höhere 
Proliferationsraten als ohne Stimulation. Somit war die Detektion der B-Lymphozytenproliferation nach 
EBV- bzw. VZV-Stimulation durchflusszytometrisch möglich. Die Höhe der Lwk-Proliferationsraten 
war jedoch relativ gering und blieb mit im Mittel unter 10 %, und damit deutlich unter der der T-
Lymphozyten nach 7 d Inkubation. Diese relativ niedrigen Lwk-Proliferationsraten korrespondierten 
mit der bereits oben beschriebenen Beobachtung, dass die Zahl der Gedächtnis-B-Lymphozyten im 
peripheren Blut gering ist (Cao et al. 2010). Des Weiteren fehlte auch hier der Vergleich der 
Proliferationsantwort zu EBV- bzw. VZV-seronegativen Probanden. So zeigten die EBV- bzw. VZV-
seropositiven Probanden, wie schon bei den T-Lymphozyten, auch hier teilweise keine 
Proliferationsantwort bzw. nur eine geringere als es der jeweilige seronegative Proband tat. Somit ist es 
ebenfalls wie schon bei den T-Lymphozyten mit den vorliegenden Daten nicht möglich eine Aussage 
über die Antigenspezifität der B-Lymphozytenproliferation nach EBV- bzw. VZV-Stimulation zu 
treffen. 
Wie schon bei CMV erläutert, ist in den meisten Fällen keine Korrelation zwischen der Anzahl an 
Gedächtnis-B-Lymphozyten im peripheren Blut, welche spezifisch für ein Antigen sind, und der Menge 
an Antikörpern gegen dieses Antigen im Serum zu finden (Leyendeckers et al. 1999; Hofer et al. 2006; 
Lanzavecchia et al. 2006; Sasaki et al. 2007; Rojas et al. 2008). Die in der vorliegenden Arbeit 
durchgeführte Korrelationsanalyse zwischen der Lwk-Proliferationsrate der B-Lymphozyten nach 
EBV-Stimulation und der serologischen IgG-Bestimmung gegen EBV zeigte ebenfalls keinerlei 
signifikante Korrelation. Überraschenderweise war jedoch eine Korrelation von mittlerer Stärke 
zwischen der Lwk-Proliferationsrate der VZV-stimulierten B-Lymphozyten nach 7 d Inkubation zur 
serologischen IgG-Bestimmung gegen VZV zu finden (r = 0,68). Eine Korrelation zwischen der 
Häufigkeit der Gedächtnis-B-Lymphozyten im peripheren Blut und der entsprechenden Antikörper-
Menge wurde bisher für Tetanustoxoid und Masernvirusantigen beschrieben (Cao et al. 2010). 
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Um die immundiagnostische Relevanz der B-Lymphozytenproliferation nach EBV- bzw. VZV-
Stimulation bewerten zu können, wäre es auch hier nötig, weitere EBV- bzw. VZV-seronegative 
Probanden zu untersuchen. Es deuten sich jedoch, in gleicher Weise wie es bei der 
T-Lymphozytenproliferation nach EBV- bzw. VZV-Stimulation der Fall war, durch die 
interindividuellen Schwankungen der Proliferationsraten bei den seropositiven Probanden 
Einschränkungen in der diagnostischen Aussagekraft der B-Lymphozytenproliferation an. Dies wird 
auch durch die Höhe der Lwk-Proliferationsraten der B-Lymphozyten nach EBV- bzw. VZV-
Stimulation unterstützt. Jene waren niedriger als die Lwk-Proliferationsraten der B-Lymphozyten nach 
CMV-Stimulation, für welche keine Antigenspezifität festgestellt werden konnte. 
 
5.4.3 Proliferation der NK-Zellen nach Stimulation mit weiteren Herpesviren 
Bei der Betrachtung der NK-Zellen zeigten sich die Proliferationsraten der mit EBV- bzw. VZV- 
stimulierten NK-Zellen als signifikant höher als jene der unstimulierten NK-Zellen, womit eine 
Proliferationsantwort durchflusszytometrisch nachweisbar war. Die Höhe der Lwk-Proliferationsraten 
übertraf jedoch im Mittel nicht 11 %, und lag damit deutlich unter den Lwk-Proliferationsraten der 
T-Lymphozyten nach 7 d Inkubation. Auch hier mangelte es an einem Vergleich zu den 
Proliferationsraten von EBV- bzw. VZV-seronegativen Probanden. Wie schon im Vorherigen 
beschrieben, zeigten einige der EBV- bzw. VZV-seropositiven Probanden keinerlei 
Proliferationsantwort oder eine niedrigere als es der jeweilige EBV- bzw. VZV-seronegative Proband 
tat. Dies begrenzt wiederum Aussagen über die Antigenspezifität dieser Reaktion. Hinzu kommt, dass 
meines Wissens bisher noch keine NK-Zellen beschrieben worden, welche eine Antigenspezifität für 
EBV bzw. VZV aufwiesen. Der signifikante Anstieg der Proliferationsraten von den NK-Zellen könnte 
stattdessen auch durch die sogenannte „bystander“-Aktivierung erfolgt sein (Thiel et al. 2004). Das 
heißt, die NK-Zellen wurden nicht antigenspezifisch, sondern durch Zytokine aktiviert, welche vorher 
von den aktivierten T-Lymphozyten freigesetzt wurden. Diese Möglichkeit würde auch durch die 
geringe Höhe der Lwk-Proliferationsraten der NK-Zellen bekräftigt werden. In Zukunft könnten 
Untersuchungen an isolierten NK-Zellen diesbezüglich hilfreiche Beobachtungen liefern. Dies und die 
Untersuchung weiterer EBV- bzw. VZV-seronegativer Probanden könnten dann die diagnostische 
Relevanz der NK-Zellen-Proliferation beurteilen, was mit den hier vorliegenden Daten jedoch noch 
nicht möglich ist. 
 
5.5 Lymphozytenproliferation nach Stimulation mit Masernvirus 
Im letzten Teil der vorliegenden Arbeit wurde die Proliferationsantwort der Lymphozyten nach 
Stimulation mit Masernvirus analysiert. 
Die Stimulation der Lymphozyten mit Masernvirus ließ, im Gegensatz zu den anderen Viren, keine 
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Detektion einer Proliferationsantwort zu. Es zeigte sich bei keiner der Lymphozytenpopulationen eine 
signifikante Erhöhung der Proliferationsantwort nach Masernvirus-Stimulation im Vergleich zur 
Proliferationsrate der Lymphozyten ohne Stimulation. 
Auch Wong-Chew et al. beobachteten, dass die Proliferationsantwort der T-Lymphozyten nach 
Stimulation mit Masernvirus sehr niedrig war und den Referenzwert für ein positives Testergebnis nicht 
erreichte. In dieser Studie wurde jedoch ein auf Radioaktivität basierender Proliferationsassay eingesetzt 
(Wong-Chew et al. 2003). Im Gegensatz dazu zeigten Howe et al., ebenfalls mit einem auf 
Radioaktivität basierenden Proliferationsassay, dass eine Lymphozytenproliferation nach Masernvirus-
Stimulation detektierbar war (Howe et al. 2005). In den Arbeitsprotokollen dieser beiden Studien war 
jedoch kein wesentlicher Unterschied feststellbar, vor allem das verwendete Antigen und die 
Inkubationszeit betreffend. Somit bleiben die Gründe für die Diskrepanz zwischen diesen Studien offen. 
Bei Munier et al. wurde die Proliferation der T-Lymphozyten nach Stimulation mit Masernviruslysat 
mittels Durchflusszytometrie analysiert. In dieser Studie waren nur sehr schwache 
Proliferationsantworten der T-Lymphozyten detektierbar, welche erst durch die zusätzliche 
Kultivierung mit Zytokinen verstärkt werden konnten (Munier et al. 2009). 
Die Korrelationsanalyse zwischen den Lwk-Proliferationsraten und der Zytokinproduktion der T-
Lymphozyten nach Masernvirus-Stimulation konnte nicht durchgeführt werden, da für keines der 
Zytokine eine Zytokinproduktion detektierbar war. Nur eine sehr niedrige bzw. gar keine 
Zytokinproduktion nach Masernvirus-Stimulation wurde ebenfalls in anderen Studien beschrieben 
(Miles et al. 2008; Okhrimenko et al. 2014). 
Die nicht detektierbare Proliferationsantwort bzw. Zytokinproduktion ist eventuell durch eine niedrigere 
Anzahl an Masernvirus-spezifischen Gedächtniszellen im peripheren Blut erklärbar. Dies könnte zum 
einen durch die, im Gegensatz zu den Herpesviren, in den meisten Fällen fehlende Persistenz des 
Masernvirus erklärt werden sowie durch die oft fehlende Zweitinfektion bzw. Gedächtniszellantwort 
nach einer 20 bis 40 Jahre zurückliegenden Erstinfektion (Munier et al. 2009). Einen weiteren Aspekt 
könnten auch die Ergebnisse von Okhrimenko et al. zeigen. In dieser Studie wurde die 
Zytokinproduktion von T-Lymphozyten nach Stimulation mit verschiedenen Antigenen sowohl im Blut 
als auch im Knochenmark untersucht. Unter diesen Antigenen befanden sich auch CMV und 
Masernvirus. Nach CMV-Stimulation waren die zytokinproduzierenden T-Lymphozyten leicht 
detektierbar, jedoch kamen sie im Knochenmark häufiger vor als im Blut. Im Gegensatz dazu waren bei 
Stimulation mit Masernvirus keine zytokinproduzierenden T-Lymphozyten im peripheren Blut 
detektierbar. Im Knochenmark gelang eine Detektion der zytokinproduzierenden T-Lymphozyten 
hingegen ohne Weiteres (Okhrimenko et al. 2014). So gehen Okhrimenko et al. davon aus, dass für 
systemische Antigene, wie CMV, Masernvirus, Mumpsvirus, Rötelnvirus u. a., spezifische 
Gedächtniszellen bevorzugt im Knochenmark zu finden sind. Gedächtniszellen von Pathogenen der 
Haut bzw. der Schleimhäute, wie Candida albicans und Influenzavirus, waren dagegen in Blut und 
Knochenmark gleichermaßen nachweisbar (Okhrimenko et al. 2014). Diese Ergebnisse würden für eine 
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niedrige Anzahl an Gedächtniszellen für Masernvirus im peripheren Blut sprechen und somit auch die 
mangelnde Proliferation bzw. Zytokinproduktion erklären. Eine Analyse der antigenspezifischen 
Proliferation von Lymphozyten aus dem Knochenmark könnte für die Gewinnung weiterer Erkenntnisse 
von Interesse sein. 
Doch könnte auch noch eine weitere Ursache die fehlende Proliferationsantwort der Lymphozyten 
erklären. So zeigten fast alle Lymphozytenpopulationen keine signifikante Änderung der 
Proliferationsrate nach Masernvirus-Stimulation, verglichen mit jener ohne Stimulation. Auffällig war 
jedoch, dass sowohl B-Lymphozyten, T-Lymphozyten, inklusive CD4+- und CD8+-Zellen als auch NK-
Zellen nach einer Inkubationszeit von 7 d eine im Mittel niedrigere Proliferationsrate aufwiesen als ohne 
Stimulation. Bei den B-Lymphozyten und NK-Zellen war diese Abnahme der Proliferationsrate sogar 
signifikant. Eine solche Beobachtung ist meines Wissens bisher nicht beschrieben worden. Schon vor 
mehr als 100 Jahren wurde von Pirquet der immunsuppressive Effekt von Masernvirusinfektionen 
geschildert (Pirquet 1908). Diese immunsupprimierende Eigenschaft des Masernvirus führt außerdem 
zu einer erhöhten Anfälligkeit für andere Infektionen (Grais et al. 2007; Avota und Schneider-Schaulies 
2014), zu einer verminderten Proliferation der T-Lymphozyten nach mitogener Stimulation in vitro 
(Hirsch et al. 1984; Schneider-Schaulies und Schneider-Schaulies 2009; Avota et al. 2010) sowie zu 
einem anhaltenden Ungleichgewicht der Zytokine (Schneider-Schaulies und Schneider-Schaulies 2009; 
Avota et al. 2010). Diese Effekte halten bis zu mehreren Wochen nach Abklingen des Masernexanthems 
an (Griffin 2010). Zwar ist die Infektion mit Masernviren mit einer Lymphopenie während des 
Auftretens des Masernexanthems assoziiert (Arneborn und Biberfeld 1983; Ryon et al. 2002), jedoch 
normalisiert sich diese rasch mit Abklingen des Exanthems wieder, während die Immunsuppression 
weiter andauert (Ryon et al. 2002; Griffin 2010). 
So gibt es eine Vielzahl an Erklärungsansätzen für die Ursache der Immunsuppression, die Rolle dieser 
in vivo bleibt jedoch weiterhin unklar (Vries und Swart 2014). Beispielsweise wurde erforscht, dass 
Masernviren eine Aktivierung der Sphingomyelinase auslösen, was zu einem Abbau des 
Zellmembranbestandteils Sphingomyelin führt (Avota und Schneider-Schaulies 2014). In einer weiteren 
Studie konnte gezeigt werden, dass die neutrale Sphingomyelinase 2 (NSM2) die frühe T-Zell-Antwort 
schwächt, und dies von Masernviren ausgenutzt wird, indem sie durch eine gesteigerte und verlängerte 
Aktivität der NSM2 die T-Zell-Aktivierung unterdrücken (Mueller et al. 2014). 
Dieser Mechanismus der Immunsuppression wäre ein weiterer möglicher Grund für die nicht 
nachweisbare bzw. sogar verminderte Proliferationsantwort der Lymphozyten nach Stimulation mit 
Masernvirus. Zwar wurden für die Stimulation inaktivierte Masernvirusantigene verwendet, jedoch 
stellen mehrere Studien dar, dass auch inaktivierte Masernviren eine immunsuppressive Funktion in 
vivo und ex vivo besitzen. So zeigten Schlender et al., dass die Proliferation von Mitogen-stimulierten 
Lymphozyten aus dem peripheren Blut in vitro stark beeinträchtigt war nach der gemeinsamen 
Kultivierung mit Masernvirus-infizierten und zusätzlich UV-inaktivierten Lymphozyten aus dem 
peripheren Blut (Schlender et al. 1996). Niewiesk et al. beobachteten, dass bei Baumwollratten, welchen 
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UV-inaktiverte Masernviren intranasal appliziert wurden, eine Proliferationshemmung von Mitogen-
stimulierten Milzzellen vier Tage später zu verzeichnen war (Niewiesk et al. 1997). In einer Studie von 
Marie et al. wurde beschrieben, dass für die Indizierung einer Immunsuppression keine 
Virusvermehrung nötig ist. Es wurden dort inaktivierte Masernvirusproteine eingesetzt, welche eine 
Hypersensitivitätsreaktion in Mäusen unterdrücken konnten (Marie et al. 2001). Ait-Oufella et al. 
zeigten, dass Nucleoproteine von Masernvirus in Apolipoprotein-defizienten Mäusen eine 
antiinflammatorische Reaktion von regulatorischen T-Lymphozyten hervorriefen und die Akkumulation 
von T-Lymphozyten in Läsionen verhinderten (Ait-Oufella et al. 2007). Bei He et al. wurden Addukte 
aus Peptiden von Masernviren und Nahrungsmittelantigenen verwendet, um in Mäusen 
antigenspezifische regulatorische T-Lymphozyten zu induzieren (He et al. 2013). 
Die in der vorliegenden Arbeit nicht detektierbare Lymphozytenproliferation nach Masernvirus-
Stimulation bleibt in ihrer Ursache ungeklärt, sie macht jedoch deutlich, dass die hier verwendete 




Die Bedeutung des VPD-450-Tests für die Immundiagnostik, und speziell dessen Unterscheidbarkeit 
zwischen der Proliferation von B- und T-Lymphozyten, soll an einem Beispiel verdeutlicht werden. Eine 
15-jährige Patientin, mit einem im Alter von 10 Jahren diagnostiziertem Louis-Bar-Syndrom, wurde am 
Institut für Klinische Immunologie der Universität Leipzig immunologisch untersucht. Das Louis-Bar-
Syndrom ist eine autosomal-rezessiv vererbte Erkrankung, die durch einen Defekt im ATM-Gen 
hervorgerufen wird (Gatti et al. 1988). Das ATM-Protein ist an der Reparatur von DNA-
Doppelstrangbrüchen beteiligt, wodurch dessen Defekt zu einer erhöhten chromosomalen Instabilität 
führt (Stray-Pedersen et al. 2004). Die Krankheit äußert sich durch zerebelläre Ataxie, Teleangiektasien, 
einer erhöhten Empfindlichkeit für ionisierende Strahlung sowie einer erhöhten Inzidenz von malignen 
Tumoren. Außerdem tritt bei diesen Patienten eine Immunschwäche, bedingt durch einen kombinierten 
Immundefekt auf (Gatti et al. 1988). 
Durchflusszytometrische Untersuchungen des Immunstatus der Patientin ergaben eine absolut erhöhte 
Anzahl an T-Lymphozyten. Die Analyse der T-Lymphozytensubpopulationen zeigte dabei eine niedrige 
Anzahl an naiven und reifen CD4+- und CD8+-Zellen, wobei die Zahl der CD4--CD8--Zellen massiv 
erhöht war. Weiterhin war die Anzahl der B-Lymphozyten deutlich erniedrigt. Die Untersuchung der 
B-Lymphozytensubpopulationen zeigte eine Erniedrigung der Gedächtnis-B-Lymphozyten, jedoch 
nicht der naiven B-Lymphozyten. Der Antikörperspiegel im Serum war normal. Um diese Ergebnisse 
der Immunphänotypisierung besser miteinander in Zusammenhang setzen zu können, und um neben der 
Anzahl und Verteilung der Lymphozyten auch deren Funktion zu überprüfen, wurde bei dieser Patientin 
daraufhin der VPD-450-Test durchgeführt. Dieser zeigte eine stark verminderte Proliferation der 
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T-Lymphozyten, wohingegen die Proliferation der B-Lymphozyten nicht eingeschränkt war. 
Die reduzierte Anzahl der naiven CD4+-Zellen sowie deren stark eingeschränkte Proliferation im Sinne 
einer Störung der Funktion weisen auf einen dominierenden T-Lymphozyten-Defekt hin. Die ebenfalls 
stark erniedrigte Anzahl der B-Lymphozyten, insbesondere der Gedächtnis-B-Lymphozyten ist dann als 
ein sekundärer Effekt zu verstehen, welcher sich aus der mangelnden T-Lymphozytenhilfe begründet. 
Denn wie unter Kapitel 1.1.4 beschrieben, sind die meisten Antigene erst im Beisein von CD4-positiven 
T-Helfer-Lymphozyten und deren kostimulatorischen Signalen in der Lage, die B-Lymphozyten zu 
stimulieren. Des Weiteren sprechen die normale Anzahl der naiven B-Lymphozyten und die 
uneingeschränkte Proliferationsantwort der B-Lymphozyten nicht für eine Dysregulation im System der 
B-Lymphozyten. 
Somit kann davon ausgegangen werden, dass die Patientin an einem schweren Defekt der 
T-Lymphozyten und nicht wie ursprünglich angenommen an einem kombiniertem Defekt der B- und T-
Lymphozyten leidet (De Stefano et al. 2016). 
Dieser Fall macht zum einen deutlich, dass die Unterscheidung zwischen der Proliferation der B- und 
T-Lymphozyten, wie sie bisher mittels LTT nicht möglich war, in der Diagnostik von Immundefekten 
eine entscheidende Hilfe sein kann. Zum anderen wird gezeigt, dass der VPD-450-Test in der Lage ist, 
auch Patienten mit Defekten der Proliferationsantwort zu detektieren. 
 
5.7 Bedeutung und kritische Aspekte der Methodik 
Die Kernaussage der vorliegenden Arbeit ist, dass mit der in der vorliegenden Arbeit untersuchten 
Methodik die Detektion der zellulären Immunantwort mittels Lymphozytenproliferation möglich ist, die 
diagnostische Aussagekraft jedoch stark von der jeweils verwendeten Stimulation abhängt. 
So ließ die Stimulation mit unspezifischen Stimulanzien, wie sie in Form des VPD-450-Tests 
durchgeführt wurde, eine stabile und reproduzierbare durchflusszytometrische Detektion der 
Lymphozytenproliferation zu. Dies konnte mittels Validierung der Methode gezeigt werden. Anhand 
der Untersuchung der Patientin mit Louis-Bar-Syndrom konnte überdies gezeigt werden, dass der VPD-
450-Test auch eingeschränkte Proliferationsantworten detektieren kann. Außerdem verdeutlichte es die 
Bedeutung dieses Nachweisverfahrens in der Immundiagnostik und die Überlegenheit gegenüber der 
bisher verwendeten Methodik des LTT. Der VPD-450-Test ist somit für den Einsatz in der 
Immunfunktionsdiagnostik geeignet. 
Die diagnostische Aussagekraft der Lymphozytenproliferation nach antigener Stimulation ist hingegen 
differenziert zu betrachten. 
So konnte nur für die Stimulation der T-Lymphozyten mit CMV eine Proliferationsantwort detektiert 
werden, welche die Überprüfung der T-Lymphozytenantwort auf CMV im Rahmen der 
Immundiagnostik zuließ. So wurde eine hohe Sensitivität und Spezifität der Methode nachgewiesen 
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sowie eine Korrelation zur IFN-γ-Produktion nach CMV-Stimulation. 
Die Stimulation mit weiteren Herpesviren (EBV und VZV) ermöglicht ebenfalls die Detektion einer 
Proliferationsantwort. Über die Proliferationsantwort konnten jedoch keine Aussagen bezüglich der 
Antigenspezifität der Proliferationsreaktion getroffen werden, da ein Vergleich zu für diese Viren 
seronegative Probanden fehlte. Es zeichnete sich jedoch ab, dass die Aussagekraft über die Anwesenheit 
und Funktion von EBV- bzw. VZV-spezifischen Gedächtniszellen, und somit die diagnostische 
Relevanz, vermutlich eingeschränkt ist.  
Die Stimulation der Lymphozyten mit dem Paramyxovirus Masernvirus ließ schließlich keinerlei 
diagnostische Aussagen zu, da keine Detektion einer Proliferationsantwort gelang.  
Diese Ergebnisse machen deutlich, dass die verwendete Methodik der Lymphozytenproliferation, 
Grenzen in der Detektion von antigenspezifischen Lymphozyten aufweist. Dies ist zum einen vermutlich 
der geringen Häufigkeit der antigenspezifischen Lymphozyten im peripheren Blut geschuldet (Bacher 
und Scheffold 2013), welche die teilweise nicht detektierbaren Proliferationsraten trotz der 
Seropositivität der Probanden erklären. Zum anderen lag dies vermutlich auch an den Eigenschaften der 
Methode selbst. Denn es handelt sich bei dem Nachweis der Lymphozytenproliferation um einen Test 
der Zellfunktion, sodass antigenspezifische Zellen nicht direkt detektiert werden, sondern mittelbar über 
ihre Funktion. So waren mit steigender Inkubationszeit auch bei den unstimulierten Lymphozyten 
zunehmende Proliferationsantworten zu verzeichnen. Dies erschwerte die Trennung zwischen 
spezifischer, antigenbedingter Proliferation und unspezifischer, kultivierungsbedingter Proliferation. 
Insbesondere nach einer Inkubationszeit von 7 d waren teilweise erhebliche Proliferationsraten der 
unstimulierten Lymphozyten feststellbar, insbesondere bei den prozentual im peripheren Blut geringer 
vertretenen Lymphozyten wie den B-Lymphozyten und den NK-Zellen. Doch war die 
antigenspezifische Proliferation der Lymphozyten, hauptsächlich nach EBV- und VZV-Stimulation, bei 
einigen Probanden erst nach ebendieser Inkubationszeit deutlich detektierbar. Dies stellt eine 
wesentliche Schwäche dieser Methodik dar, welche die diagnostische Bewertung erschwert und auch 
erhebliche Proliferationsantworten bei seronegativen Probanden bedingen kann. 
Ein weiterer Kritikpunkt der verwendeten Methodik ist die Art der verwendeten Antigene für die 
Stimulation der Lymphozyten. So konnte über die genaue Zusammensetzung der Peptid-Mixe von CMV 
und EBV keine Informationen bei dem Hersteller in Erfahrung gebracht werden. Auch über das genaue 
Herstellungsverfahren der nativen VZV- bzw. Masernvirus-Antigene konnten keine detaillierten 
Informationen erhalten werden. Es wurde jedoch vom Hersteller angegeben, dass die Peptid-Mixe für 
die Anwendung im IFN-γ EliSpot Assay geeignet sind, welches ebenfalls ein Test zum Nachweis 
erregerspezifischer Lymphozyten in Zellkultur ist. Nach Angaben des Herstellers der nativen VZV- 
bzw. Masernvirus-Antigene sind diese für die Verwendung in immundiagnostischen Assays geeignet. 
Es kann jedoch nicht ausgeschlossen werden, dass Bestandteile dieser Stimulanzien eventuell zur 
unspezifischen Stimulationen der Lymphozyten führten oder in einer anderen Weise mit den 
Lymphozyten interagierten. 
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Des Weiteren wurde nicht überprüft, ob die VZV- bzw. Masernvirusantigene tatsächlich vollständig 
inaktiviert waren. Hierbei wurde sich auf die Angaben des Herstellers bezogen, welcher die Antigene 
mittels β-Propiolakton inaktiviert, und die Inaktivität mittels Zellkultur überprüft. Eine unvollständige 
Inaktivierung konnte jedoch dessen ungeachtet nicht ausgeschlossen werden. 
Des Weiteren hätten für genauere Aussagen über die diagnostische Relevanz der Methodik eine größere 
Zahl an EBV-, VZV- und Masernvirus-seronegativen Probanden untersucht werden müssen. Die Anzahl 
solcher Probanden war in der vorliegenden Arbeit deutlich zu gering. Jedoch ist es aufgrund der hohen 
Seroprävalenz in der Bevölkerung schwierig, dementsprechende Probanden zu finden. 
Generell war die Probandenzahl der vorliegenden Arbeit eher gering, was durch die relativ aufwendige 
und preisintensive Methodik bedingt war. So sind die Probandenzahlen in bereits veröffentlichten 
Studien zur Lymphozytenproliferation oft in einer ähnlichen Größenordnung angesiedelt, beispielsweise 
bei Xu et al. (Xu et al. 2014). 
Es ist weiterhin festzustellen, dass die Methodik der antigenspezifischen Proliferation relativ aufwendig 
ist. So muss eine hinreichend große Zahl an Lymphozyten für die Färbung mit VPD 450 zur Verfügung 
stehen (107 Zellen/ml), was gerade bei Patienten mit Immundefekten und bei Kindern ein Problem 
darstellen kann. Des Weiteren ist eine relativ lange Testdauer von 5 bzw. 7 d notwendig. Das in der 
vorliegenden Arbeit ebenfalls verwendete Verfahren der Zytokinproduktion zur Detektion der 
antigenspezifischen T-Lymphozytenfunktion ist mit einer Inkubationszeit von 6 h und der Möglichkeit, 
dieses Verfahren auch mit Vollblut durchzuführen, der Lymphozytenproliferation in puncto Aufwand 
überlegen. Jedoch zeigen die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit, dass auch hier Probleme in der 
Detektion antigenspezifischer, zytokinproduzierender T-Lymphozyten bestehen, da solche nur nach 
CMV-Stimulation nachweisbar waren. Außerdem konnten bei dieser Methodik im Wesentlichen nur 
IFN-γ-produzierende T-Lymphozyten detektiert werden, was jedoch nur einen Teil der Gesamtheit der 
antigenspezifischen T-Lymphozyten darstellt. Dies zeigt, dass beide Verfahren Schwächen aufweisen 
und sich somit in ihrer Anwendung ergänzen können.  
Weiterhin könnte eine Anreicherung der antigenspezifischen T-Lymphozyten zu genaueren Ergebnissen 
führen. Dies könnte beispielsweise über Verfahren geschehen, welche die antigenspezifischen 
Lymphozyten direkt quantifizieren, wie etwa über die Expression von Aktivierungsmarkern, oder über 
MHC-Multimere. Bei einem solchen Vorgehen läge der diagnostische Wert der 
Lymphozytenproliferation in der Überprüfung der Funktion der antigenspezifischen T-Lymphozyten, 
die reine Detektion dieser Zellen könnte dann bereits durch die zur Anreicherung verwendeten 
Verfahren erfolgen. 
So stellt die Detektion und die Analyse von antigenspezifischen Gedächtnislymphozyten nach wie vor 
eine Herausforderung für die Immundiagnostik dar, welche Raum für die Entwicklung weiterer 
Verfahren bietet. Die in der vorliegenden Arbeit untersuchte Methode der antigenspezifischen 
Lymhozytenproliferation stellt eine Ergänzung zu bereits verwendeten Methoden der 
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antigenspezifischen Lymphozytendetektion dar, welche jedoch Grenzen aufweist. Sie kann somit unter 
Einschränkungen in der Immunfunktionsdiagnostik eingesetzt werden.  
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Dem Nachweis von antigenspezifischen Lymphozyten kommt eine zunehmende Bedeutung für die 
Anwendung in Klinik und Forschung zu. Kenntnisse über deren Häufigkeit, Verteilung und 
Funktionsvermögen sind wichtig, um den individuellen Immunstatus eines Patienten einschätzen und 
prognostizieren zu können. Eine mögliche Methodik, um solche antigenspezifischen T-Lymphozyten 
zu detektieren, liegt in dem durchflusszytometrischen Nachweis der Lymphozytenproliferation nach 
vorheriger antigener Stimulation. Diese Methodik ist jedoch nur unzureichend standardisiert und es gibt 
kaum systematische Studien zu deren Anwendung in der Immundiagnostik. Ziel der vorliegenden Arbeit 
war es deshalb, die antigenspezifische Lymphozytenproliferation nach Stimulation mit verschiedenen 
Viren im Hinblick auf ihren Einsatz in der Immunfunktionsdiagnostik zu untersuchen. 
Zunächst wurde der durchflusszytometrische Lymphozytenproliferationsassay (VPD-450-Test) zur 
Detektion der Proliferation von B- und T-Lymphozyten nach unspezifischer Stimulation etabliert. Dazu 
wurden Lymphozyten aus peripherem Venenblut von 11 Probanden isoliert, und mit dem Farbstoff VPD 
450 gefärbt. VPD 450 lässt durch Fluoreszenzemission eine durchflusszytometrische 
Proliferationsdetektion zu. Die Lymphozyten wurden dann mit verschiedenen unspezifischen 
Stimulanzien (R-848/MCD40L, PHA, anti-CD3/28) für 48 h und 72 h kultiviert. Anschließend wurde 
die Proliferationsrate der Lymphozyten durchflusszytometrisch erhoben. Nach unspezifischer 
Stimulation der Lymphozyten war eine signifikant höhere Proliferationsrate der B- und T-Lymphozyten 
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im Vergleich zu den unstimulierten B- und T-Lymphozyten durchflusszytometrisch detektierbar. Ein 
Nachweis der unspezifischen Lymphozytenproliferation mittels Durchflusszytometrie und die 
Differenzierung zwischen der B- und T-Lymphozytenproliferation war mit dieser Methodik somit 
möglich. Der VPD-450-Test wurde weiterhin durch einen Intra- und einen Interassay erfolgreich 
validiert und es erfolgte die Ermittlung von Referenzwerten. Dies ermöglichte die Überführung des 
VPD-450-Tests in das nach DIN EN ISO 15189 akkreditierte Diagnostiklabor des Instituts für Klinische 
Immunologie der Universität Leipzig und damit die Ablösung der bisher durchgeführten Methodik des 
Lymphozytentransformationstests. Das Protokoll des VPD-450-Tests stellte gleichzeitig die 
grundlegende Methodik für die nachfolgenden Versuche dar. 
Im nächsten Schritt wurde untersucht, ob nach Kultivierung und unspezifischer Stimulation der 
Lymphozyten eine detaillierte Unterscheidung der Lymphozyten in naive und Gedächtnis-Zellen sowie 
in CD4+-, CD8+- und regulatorische T-Zellen, über die Expression von Oberflächen- bzw. intrazelluläre 
Moleküle möglich ist. Dazu wurden Lymphozyten mit R-848/MCD40L bzw. anti-CD3/28 inkubiert und 
nach 24, 48 und 72 h durchflusszytometrisch immunphänotypisiert. Durch Kultivierung und Stimulation 
kam es jedoch zu einer veränderten Expression der Oberflächen- und intrazellulären Moleküle der 
Lymphozyten. Diese hatte zur Folge, dass eine Unterscheidung in naive und Gedächtnis-Zellen sowie 
in regulatorische T-Zellen nicht mehr möglich war. Nur die Differenzierung der T-Lymphozyten über 
die Oberflächenmoleküle CD4 und CD8 war sowohl nach Kultivierung der Zellen ohne Stimulation als 
auch mit anti-CD3/28-Stimulation weiterhin möglich. Daher wurde nur diese Differenzierung für die 
folgenden Versuche der antigenspezifischen Lymphozytenproliferation der vorliegenden Arbeit 
übernommen. 
Den Hauptteil der Untersuchungen stellte die antigenspezifische Analyse der Lymphozytenproliferation 
dar. Dafür wurden die aus dem peripheren Venenblut isolierten und mit VPD 450 gefärbten 
Lymphozyten mit Peptiden bzw. nativen Antigenen von den Herpesviren CMV, EBV und VZV sowie 
von Masernvirus kultiviert. Die durchflusszytometrische Detektion der Proliferationsraten erfolgte nach 
5 d und nach 7 d Inkubation für die T-Lymphozyten, die CD4+- und CD8+-Zellen sowie für die 
B-Lymphozyten und die NK-Zellen. Es wurde daraufhin die Testgüte der Methode bestimmt. Außerdem 
wurde die Proliferationsantwort der T- bzw. B-Lymphozyten mit der Zytokinproduktion der 
T-Lymphozyten nach antigener Stimulation bzw. mit der serologischen IgG-Bestimmung gegen die 
genannten Viren korreliert. Dazu wurden Lymphozyten von sieben Probanden mit den Peptiden bzw. 
nativen Antigenen von CMV, EBV, VZV und Masernvirus inkubiert und anschließend die Produktion 
der intrazellulären Zytokine IFN-γ, TNF-α, IL-2 und IL-4 durchflusszytometrisch bestimmt. Die 
serologische IgG-Bestimmung wurde vom Institut für Virologie der Universität Leipzig durchgeführt. 
Bei der Untersuchung der Proliferation nach Stimulation mit CMV-Peptidmix wurden Lymphozyten 
von 21 Probanden untersucht, von denen 11 seropositiv und 10 seronegativ für CMV waren. Es konnte 
eine Proliferationsantwort der T-Lymphozyten und der CD8+-Zellen nach CMV-Peptidmix-Stimulation 
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detektiert werden, welche sich zwischen den CMV-seropositiven bzw. -negativen Probanden signifikant 
unterschied und signifikant höher war als jene der unstimulierten T-Lymphozyten und CD8+-Zellen. Die 
Bestimmung der Testgüte für diese beiden Populationen zeigte, dass nach 5 d Inkubation die Spezifität 
bei 100 % lag, bei einer Sensitivität von rund 91 %. Des Weiteren war bei den T-Lymphozyten nach 5 d 
Inkubation eine Korrelation zur IFN-γ- und TNF-α-Produktion festzustellen (r = 0,85 bzw. r = 0,86). 
Die CD8+-Zellen zeigten nach 5 d und 7 d Inkubation eine Korrelation zur IFN-γ-Produktion (r = 0,93 
bzw. r = 0,86). Dies spricht für einen starken Zusammenhang zwischen den beiden Methoden zum 
Nachweis antigenspezifischer T-Lymphozyten nach CMV-Peptidmix-Stimulation. 
In der Summe zeigen diese Ergebnisse, dass sich die Methodik der T-Lymphozytenproliferation nach 
CMV-Peptidmix-Stimulation für die Überprüfung der spezifischen T-Lymphozytenantwort auf CMV 
im Rahmen der Immundiagnostik eignet. 
Die Untersuchung der B-Lymphozyten ergab, dass die Proliferationsraten nach Stimulation mit CMV-
Peptidmix sowohl bei den CMV-seropositiven als auch bei den CMV-seronegativen Probanden im 
Vergleich zu jenen ohne Stimulation signifikant erhöht waren, im Vergleich zu den Proliferationsraten 
der T-Lymphozyten jedoch deutlich niedriger ausfielen. Des Weiteren war kein signifikanter 
Unterschied zwischen den Proliferationsraten der CMV-seropositiven und -negativen Probanden 
feststellbar. Außerdem konnte keine signifikante Korrelation zwischen der Proliferationsrate der 
B-Lymphozyten nach CMV-Peptidmix-Stimulation und der serologischen IgG-Bestimmung gegen 
CMV nachgewiesen werden. Diese Ergebnisse stellen die Spezifität der detektierten 
B-Lymphozytenproliferation nach CMV-Peptidmix-Stimulation, für die CMV-Seropositivität der 
Probanden infrage. Somit kann keine sichere Aussage über die Antigenspezifität der 
B-Lymphozytenproliferation getroffen werden. 
Die Analyse der NK-Zellen zeigte, dass eine signifikant höhere Proliferationsrate der NK-Zellen nach 
CMV-Peptidmix-Stimulation als jene der unstimulierten NK-Zellen detektierbar war. Weiterhin war 
nach 5 d Inkubation ein signifikanter Unterschied zwischen der Proliferationsrate der CMV-
seropositiven Probanden, verglichen mit derjenigen der CMV-seronegativen Probanden, zu 
verzeichnen. Nach 7 d Inkubation war zwar tendenziell ein ähnlicher Unterschied festzustellen, dieser 
erreichte jedoch nicht das Signifikanzniveau. Diese Beobachtungen korrespondieren möglicherweise 
mit dem Konzept von „Gedächtnis-NK-Zellen“. Um diese Ergebnisse diagnostisch zur Abschätzung der 
Immunitätslage gegenüber CMV zu nutzen, müssten weitere Untersuchungen zur Sicherung der 
Existenz und der Funktion von CMV-spezifischen NK-Zellen erfolgen. Bis dahin bieten sie lediglich 
einen weiteren Anhalt für das Vorkommen von CMV-spezifischen NK-Zellen. 
Die Untersuchung der Proliferation nach Stimulation mit EBV-Peptidmix wurde an Lymphozyten von 
21 Probanden untersucht, von denen 20 seropositiv für EBV waren. Die Stimulation mit nativem VZV-
Antigen erfolgte an Lymphozyten von 20 Probanden, von denen 19 seropositiv für VZV waren. 
Nach der Stimulation der T-Lymphozyten war der durchflusszytometrische Nachweis einer signifikant 
erhöhten Proliferationsantwort möglich. Da jeweils nur ein EBV- bzw. VZV-seronegativer Proband 
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untersucht wurde, fehlte ein Vergleich zu den Proliferationsraten von für EBV bzw. VZV seronegativen 
Probanden. Dies verwehrte die Bestimmung der Testgüte der Methodik. Eine Korrelationsanalyse 
zwischen der Zytokinproduktion und der Proliferationsrate nach antigener Stimulation konnte nicht 
durchgeführt werden, da für keines der Zytokine eine Zytokinproduktion detektierbar war. Um 
Aussagen über die Anwendung der T-Lymphozytenproliferation nach EBV-Peptidmix- bzw. nativer 
VZV-Antigen-Stimulation in der Immundiagnostik treffen zu können, müssten weitere Untersuchungen 
an für die entsprechenden Viren seronegativen Probanden erfolgen. Es zeichnet sich jedoch durch die 
Ergebnisse der vorliegenden Arbeit ab, dass erhebliche interindividuelle Schwankungen in den 
Proliferationsraten der EBV- bzw. VZV-seropositiven Probanden die Aussagekraft dieser Methodik in 
der Immundiagnostik eventuell einschränken werden. 
Die B-Lymphozyten und NK-Zellen zeigten sowohl bei EBV-Peptidmix- als auch bei nativer VZV-
Antigen-Stimulation signifikant höhere Proliferationsraten als ohne Stimulation. Die Höhe der 
Proliferationsraten war jedoch relativ gering und blieb deutlich unter der der T-Lymphozyten. Auch hier 
fehlt der Vergleich der Proliferationsantwort zu EBV- bzw. VZV-seronegativen Probanden. Somit ist 
es mit den vorliegenden Daten nicht möglich, eine Aussage über die Antigenspezifität der 
B-Lymphozyten- und der NK-Zell-Proliferation zu treffen. Es deuten sich jedoch auch hier durch die 
interindividuellen Schwankungen der Proliferationsraten bei den seropositiven Probanden 
Einschränkungen in der diagnostischen Aussagekraft an. 
Die Untersuchungen der Proliferation nach Stimulation mit nativem Masernvirus-Antigen erfolgte an 
Lymphozyten von 20 Probanden, von welchen 19 seropositiv für Masernvirus waren. 
Die Stimulation der Lymphozyten ließ, im Gegensatz zu den anderen Viren, keine Detektion einer 
Proliferationsantwort zu. So zeigten fast alle Lymphozytenpopulationen keine signifikante Änderung 
der Proliferationsrate, verglichen mit jener ohne Stimulation. Auffällig war jedoch, dass sowohl 
B-Lymphozyten, T-Lymphozyten als auch NK-Zellen nach einer Inkubationszeit von 7 d eine im Mittel 
niedrigere Proliferationsrate aufwiesen als ohne Stimulation. Bei den B-Lymphozyten und NK-Zellen 
war diese Abnahme der Proliferationsrate sogar signifikant. Diese Beobachtung könnte durch die 
immunsupprimierende Eigenschaft des Masernvirus erklärt werden. Auch eine Zytokinproduktion nach 
nativer Masernvirus-Antigen-Stimulation konnte nicht detektiert werden. Somit lässt die hier 
verwendete Methodik keine Aussagen über die Proliferationsantwort der Lymphozyten nach nativer 
Masernvirus-Antigen-Stimulation zu. 
Die in der vorliegenden Arbeit untersuchte Methode der antigenspezifischen Lymhozytenproliferation 
stellt eine Ergänzung zu bereits verwendeten Methoden der antigenspezifischen Lymphozytendetektion 
dar, welche jedoch Grenzen aufweist. Sie kann somit unter Einschränkungen in der 
Immunfunktionsdiagnostik eingesetzt werden.  
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Tabelle 7: Übersicht über die verwendeten Verbrauchsmaterialien und Geräte. 
Pipettenspitzen Sarstedt  
variable Pipetten für die Bereiche 1-10 µl, 10-100 µl, 100-1000 µl Gilson 
Serumpipette 2 ml Greiner Bio One 
Serologische Pipette 5 / 10 ml Sarstedt 
Dispenserpipette Eppendorf 
12 x 75 mm Polystyrol-Röhrchen Falcon 
Polypropylen-Einwegröhrchen 15 ml Sarstedt 
Kryoröhrchen Nalgene Nunc International 
48-Well-Platte Greiner Bio One  
Bechergläser VitLab 
Messzylinder Vagra 
Laborflaschen 125 – 1000 ml Nalgene Nunc International, 
Biochrom 
S-Monovette® Serumröhrchen Sarstedt 
S-Monovette® Heparinröhrchen Sarstedt 
Neubauer-Zählkammer Marienfeld 
Feinwaage Sartorius AG 
Mikroskop Zeiss 
Vortex-Mischer Heidolph 
Schüttelwasserbad Julabo U3 Julabo 
Kühlzentrifuge Rotana 46 Hettich 
Klasse II-Sicherheitswerkbank Clean Air Technik B.V. 




Ultratiefkühlschrank (-80°C) Thermo Scientific 
 
Tabelle 8: Übersicht über die verwendeten Reagenzien. 
PBS, steril Biochrom 
Ficoll / LSM 1077 Lymphocyte, steril Pharmacia / PAA 
Trypanblau Chemapol 
RPMI 10 % FKS 1 % Pen/Strep 
   90 ml RPMI 
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   1 ml Penicillin/Streptomycin Gibco 
RPMI 5 % FKS 
   95 ml RPMI 





   Dulbecco PBS w/o Ca2+Mg2+ (10 x) 
   1:10 mit VE-Wasser verdünnen 
 
Gibco 
PBS 2 mM EDTA 
   500 ml PBS 




VPD 450-Stocklösung (1 mM) 
   1 mg VPD 450 
   2, 63 ml DMSO 




anti-CD3/28-Arbeitslösung (2000 ng/ml) 
   anti-CD3 (1 mg/ml) 
   1:500 in RPMI 5 % FKS verdünnen 
   anti-CD28 (1 mg/ml) 
   1:500 in RPMI 5 % FKS verdünnen 






PHA-Arbeitslösung (200 µg/ml) 
   5 mg lyophilisiertes PHA 
   5 ml PBS steril 




R-848-Arbeitslösung (10 µg/ml) 
   1 mg R-848 
   1 ml DMSO 
   1:100 mit RPMI 5 % FKS verdünnen, zu je 30 µl aliquotieren 
 
Enzo Life Sciences 
Applichem 
MCD40L-Arbeitslösung (200 ng/ml) 
   10 µg MCD40L 
   in 100 µl VE-Wasser lösen 
   990 µl RPMI 5 % FKS zugeben 
   20 µl des Gemischs in 980 µl RPMI 5 % FKS, zu je 30 µl  
   aliquotieren 
 
Enzo Life Science 
PMA-Arbeitslösung 
   5 mg PMA 




Anhang   115 
 
Ionomycin-Arbeitslösung 
   1 mg Ionomycin 





   28,6 mg Monensin 





   2,25 ml VE-Wasser 





   490 µl Puffer A 





   108 ml PBS 





   500 ml PBS 
   2,5 ml FKS 






   FACS TM Permeabilizing Solution 2 
   1:10 mit VE-Wasser verdünnen 
 
BD 
CMV-Peptidmix (5 µg/ml) AID 
EBV-Peptidmix (5 µg/ml) AID 
Masernvirusantigen-Arbeitslösung 
   Measles Virus Antigen (250 µg) 
   in 500 µl RPMI 5 % FKS lösen 
   40 µl des Gemischs in 960 µl RPMI 5 % FKS lösen, zu je 30 µl  




   Varicella Zoster Virus Antigen (250 µg) 
   in 500 µl RPMI 5 % FKS lösen 
   40 µl des Gemischs in 960 µl RPMI 5 % FKS lösen, zu je 30 µl  
   aliquotieren 
 
Jena Bioscience 
7-AAD PerCP BD Pharmingen 
Antikörper 
   CD3 FITC (Klon: SK7) 5 µl  
 
BD Biosciences 
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   CD3 PE (Klon: UCHT1) 5 µl 
   CD3 PerCP (Klon: SK7) 5 µl 
   CD4 FITC (Klon: SK3) 5 µl 
   CD4 BV510 (Klon: SK3) 2,5 µl 
   CD8 APC-H7 (Klon: SK1) 2,5 µl 
   CD8 Pe-Cy7 (Klon: SK1) 2,5 µl 
   CD19 APC (Klon: SJ25C1) 2,5 µl 
   CD25 PE-Cy7 (Klon: 2A3) 2,5 µl 
   CD27 FITC (Klon: M-T271) 10 µl 
   CD45 APC-H7 (Klon: 2D1) 2,5 µl 
   CD45RA PerCP (Klon: HI100) 5 µl 
   CD127 PE (Klon: R34.34) 10 µl 
   CCR7 Alexa Fluor 647 (Klon: 150503) 7,5 µl 
   FoxP3 Alexa Fluor 647 (Klon: 259D/C7) 10 µl 
   IgM PE-Cy5 (Klon: G20-127) 10 µl 
   IgD PE (Klon: IA6-2) 10 µl 
   IFN-γ PE-Cy7 (Klon: B27) 2,5 µl 
   TNF-α PE (Klon: IMP2 (188)) 10 µl 
   IL-2 FITC (Klon: 5344.111) 10 µl 
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Ø 65,5 2950,9 Ø (116) 
Ø Ø 1392,5 4742,3 
143,7 151,8 Ø (15,3) 700,0 
230,2 > 200 223,6 1738,5 
Ø 116,9 3453,1 726,7 
Ø 169,7 3329,7 1442,3 
Ø 169,3 1800,1 4361,5 
> 250 179,4 3091,5 363,2 
58,7 140,9 1237,6 435,0 
95,6 74,2 3240,8 805,8 
Ø > 200 919,0 781,0 
247,2 > 200 3866,4 339,3 
230,2 114,1 > 5000 414,7 
96,0 66,3 > 5000 966,0 
Ø 51,1 1607,8 255,5 
85,5 83,7 4905,3 2473,1 
Ø 118,9 835,8 628,2 
Ø > 200 2506,1 492,9 
Ø > 200 1114,2 4673,1 
118,0 104,7 311,7 206,9 
88,8 196,2 Ø: < 80 IU/l Ø: < 200 IU/l 
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